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Mit dem Fortschritt von Nanowissenschaft und Nanotechnologie ergeben sich immer mehr 
und vielfältigere Funktionen und Anwendungen in der Grundlagenforschung sowie in 
industriellen Applikationen.[1-4] Die häufig in aufwendiger Forschungs- und 
Entwicklungsarbeit maßgeschneiderten Nanopartikel haben es mittlerweile aufgrund ihrer 
einzigartigen Eigenschaften und Funktionen geschafft, Einzug in viele Konsumprodukte zu 
erhalten und so unseren Alltag zu erobern. 
Beispielsweise werden Silber-Nanopartikel wegen ihrer antibakteriellen Wirkung in 
zahlreichen Kosmetikprodukten eingesetzt.[5,6] Gold-Nanopartikel sind in vielfältigen 
nanomedizinischen Studien[7-11], wie z.B. in der Photodiagnostik oder der photothermischen 
Therapie von Krebs oder anderen Krankheiten[12], von großem Interesse. Ebenso findet der 
Gebrauch von Gold-Nanopartikeln als Transport-Vehikel für Arzneimittel[7,13-20] oder als 
Transfektionsvektor[21] vielversprechende Anwendungen. Ungeachtet der anderen zahlreichen 
Anwendungen, belegt das enorme Wachstum der Publikationen mit dem Begriff 
Ä1DQRSDUWLNHO³ (1990: |20, 2000: |2100, 2008: |16000)[1] die gestiegene Relevanz.  
Durch die stetig steigende Zunahme der Verwendungen ergeben sich jedoch nicht nur 
Vorteile, sondern auch zahlreiche Expositionswege für Mensch und Umwelt.[22] Dies kann in 
Anbetracht der starken Miniaturisierung und speziellen Funktionalisierung der Materialien 
auch nicht ausgeschlossen werden. Die unvermeidlichen Wechselwirkungen an der Bio-
Nano-Schnittstelle sind weitgehend unverstanden und mit vielen toxikologischen 
Imponderabilitäten verbunden.[4,22,23]  
Nicht selten wurde bei der anwendungsorientierten Synthese von Nanomaterialien die Natur 
zum Vorbild genommen[24], wobei deren mögliche Auswirkungen auf die Natur und den 
Menschen zunächst unberücksichtigt blieben.[23] Es existieren zwar mittlerweile zahlreiche 
toxikologische Studien[4], jedoch können diese häufig weder zweifelsfrei klären, wie im Detail 
ein Verlust der Zellvitalität zustande kommen kann, noch werden dabei mögliche 
Langzeitwirkungen in komplexen Organismen untersucht.[25] 
Wenn Nanopartikel und biologische Systeme aufeinandertreffen, so kann eine Vielzahl von 
Biomolekülen mit den Nanopartikeloberflächen wechselwirken. Dabei spielen vor allem 





Corona[26-31] auf den Nanopartikeln ausbilden. Ebenso scheint die Nanopartikel-Größe ein 
kritischer Parameter bei Bio-Nano-Interaktionen zu sein.[32] Weiterhin kann die Protein-
Corona der Nanopartikel entscheidend das Verhalten und die Translokation in biologischer 
Umgebung beeinflussen.[25,27,32,33] 
Konformations-Änderungen nach der Adsorption von Proteinen auf Nanopartikel[26,34-39] 
können auch eine Veränderung der biologischen Aktivität[40-43] zur Folge haben. Dabei ist es 
schwierig, allgemeine Regeln abzuleiten, da in manchen Wechselwirkungen mit 
Nanopartikeln die Proteinstruktur scheinbar erhalten bleibt[44-46], während auf anderen 
Partikeln gleich mehrere Anzeichen von Strukturänderungen[34,47-53] beobachtet werden. 
Generell beeinflusst nicht nur die ursprüngliche Liganden-Chemie der Nanopartikel, sondern 
auch die Protein-Corona selbst die Menge der adsorbierten Proteine und das Ausmaß ihrer 
Denaturierung.[26,54-57] Strukturelle Änderungen des Proteins nach Adsorption auf NP-
Oberflächen können bedeutende Konsequenzen für die Biologie eines Systems nach sich 
ziehen; zuvor verborgene kryptische Peptid-Epitope[30,58] können dabei freigesetzt werden und 
durch eine veränderte Funktion und/oder Avidität (unnatürliche) Effekte verursachen.[31,59,60] 
Insbesondere das Exponieren kryptischer Epitope kann Autoimmun- bzw. Immunreaktionen 
hervorrufen.[61] Die dabei beteiligten mechanistischen Schritte sind bisher aus molekularer 
Sicht längst nicht ausreichend verstanden.[32,61-67] 
Für ein tiefergehendes Verständnis der dynamischen Wechselwirkungen zwischen 
nanoskopischen Oberflächen und biologischen Komponenten ist es nötig, die treibenden 
Kräfte der zu Grunde liegenden physikalisch-chemischen Prozesse auf molekularem Niveau 
zu studieren. Genau hier setzt diese Arbeit an, indem in aufsteigender Komplexität der 
Modellsysteme Geometrien und Strukturänderungen von Adsorbaten auf edelmetallischen 
Nanopartikeloberflächen mittels oberflächenverstärkter Raman-Spektroskopie untersucht 
werden. Dazu werden eingangs die Grundlagen anhand von Experimenten zum Austausch 
und zur Adsorptionsgeometrie Protolyse-fähiger Liganden erarbeitet, um den Einfluss der 
vielfältigen Interaktionen proteinogener Seitenketten mit Nanopartikeln interpretieren zu 
können. Darauf aufbauend werden die an geeigneten Strukturmarkern beobachteten 
Strukturänderungen der Proteinsysteme genutzt, um mechanistische Schlüsse in der durch die 
Nanopartikel katalysierten Denaturierung zu ziehen. Abschließend wird eine Sequenz der 
Denaturierungsschritte aus den Ergebnissen abgeleitet. 




2. Theoretische Grundlagen 
 
2.1 Adsorption ± Thermodynamische und kinetische Aspekte 
 
Für die oberflächenverstärkte Raman-Spektroskopie (SERS) ist es notwendig, dass sich die 
Moleküle eines Analyten in sehr großer Nähe zu einer SERS-fähigen Oberfläche befinden. 
Formal lässt sich dieses Kriterium gut mit einem aus der Physikalischen Chemie bekannten 
Grenzflächen-Phänomen beschreiben, nämlich der Adsorption. Man unterscheidet dabei nach 
Akkommodation eines Stoffes auf der Oberfläche zwischen einer physikalischen und einer 
chemischen Adsorption, bei denen je nach Art der Wechselwirkung unterschiedlich viel 
Wärme freigesetzt wird. Bei etwa 20 kJ/mol spricht man von einer Physisorption, bei der das 
Adsorbat eher durch van-der-Waals-Wechselwirkungen gebunden ist.[68,69] Bei der 
Chemisorption sind deutlich höhere Adsorptionswärmen charakteristisch, die durch die 
Ausbildung von chemischen Bindungen zu der sorbierenden Oberfläche resultieren.[68,69] 
Die Qualität und Quantität der molekularen Adsorption an Festkörperoberflächen sind an 
verschiedene Faktoren gekoppelt:[68] 
x Chemische Natur des Adsorptivs/Adsorbens 
x Struktur der Oberfläche und Oberflächenentwicklung 
x Konzentration bzw. Druck des Adsorptivs in der umgebenden Phase 
x Temperatur 
x Oberflächenbelegung (z.B. Gegenwart anderer Adsorptive) 
Wenn man die quantitative Fragestellung von der qualitativen gedanklich etwas abtrennt, so 
lässt sich das System trotz der vielen Parameter einfacher beschreiben. Es gibt viele 
verschiedene Modelle, die sich deskriptiv mit der Konzentrations-Abhängigkeit der 
Adsorption auseinandersetzen. Speziell für die Adsorption von Proteinen kommt hierbei das 
Langmuir-Modell[70] als Referenz zum Tragen[71], da es häufig eingesetzt wird und sich in der 
Thematik bewährt hat.[47,72,73] Dieses recht einfache Modell geht von folgenden Annahmen 
aus: 1. die Adsorption führt maximal zu einer Monolage, 2. alle Bindungsstellen auf dem 
Adsorbens sind gleichwertig und 3. die Besetzung von Bindungsstellen ist unabhängig von 
der Besetzung benachbarter Bindungsstellen.[69] Folgende Gleichung definiert den 
Bedeckungsgrad, der den Quotienten aus der Zahl N adsorbierter Moleküle und der 









T       (1) 
 
Modellgemäß beträgt der Grenzwert von T (N o Nm) also eins. Zur Herleitung betrachte man 
nun den einfachen Fall eines dynamischen Gleichgewichtes zwischen einem in einer flüssigen 
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Die Geschwindigkeitsgleichung der bimolekularen Bildung von PS hängt somit von der 
Geschwindigkeitskonstante kA, der Stoffmengenkonzentration c und der Anzahl der freien 
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Die zeitliche Änderung des Bedeckungsgrades in umgekehrter Richtung ist nach einer Kinetik 
erster Ordnung anzusetzen und daher lediglich abhängig von der Zahl der adsorbierten 
Teilchen NT und einer Proportionalitätskonstante für die Desorption kD:[69,74] 
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Nach dem Bodenstein´schen Quasistationaritätsprinzip kann man Gl. (4) und (5) miteinander 
gleichsetzen und nach einer Reihe äquivalenter Umformungen ergibt sich:[73] 
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In dieser Gleichung ist das Verhältnis der Geschwindigkeitskonstanten der Ad- und 
Desorption zu der damit identischen Gleichgewichtskonstante der Adsorption KA 




zusammengefasst. Die im Ergebnisteil wichtig werdende Gleichgewichtskonstante der 
Desorption KD ist mit dem Kehrwert von KA gleichbedeutend. Gleichung (5) beschreibt die 
sogenannte Langmuir-Isotherme. In geeigneter Form kann dieser Ausdruck dazu verwendet 
werden, Konzentrations-Daten von Sorptions-Messungen bei verschiedenen Temperaturen zu 
linearisieren und dadurch die zugrundeliegende Gleichgewichtskonstante zu bestimmen. 
Die Modellierung der Adsorption mit einem Protein kann beliebig kompliziert werden. Zum 
Beispiel weiß man vorher nicht mit wie vielen Kontaktstellen das Protein mit der Oberfläche 
interagiert[75], welche Struktur die Lage der Proteine auf der Oberfläche hat, wie sich die 
seitliche Interaktion der Proteine innerhalb dieser Schicht auswirkt, ob Proteine auf der 
Oberfläche kooperative Effekte ausbilden oder ob Überschüsse bei der Adsorptionskinetik 
zustande kommen (z.B. der Vroman-Effekt[76]).[71] Weiterhin ist es auch mit elektrostatischen 
Betrachtungen nicht unbedingt absehbar, mit welcher Seite ein Protein bevorzugt 
adsorbiert,[71] da das Protein relativ häufig Konformationsänderungen[71,75] unterworfen ist. 
Eigentlich ist sogar relativ unwahrscheinlich, dass die gesamten Konformationen eines 
Makromoleküls, wie es ein Protein ist, nach Adsorption noch dem ursprünglichen Zustand 
entsprechen. Dies muss nicht heißen, dass der Prozess irreversibel verläuft, allerdings kann 
auch dies kinetische Konsequenzen nach sich ziehen, da strukturell von dem Ausgangsprotein 
verschiedene Intermediate auf den Oberflächen weitere Spezies in dem System darstellen.  
Die vorliegende Arbeit beschäftigt sich hauptsächlich mit den strukturellen Änderungen von 
Proteinen, die durch die Adsorption auf Oberflächen resultieren. Warum derartige Vorgänge 
überhaupt ablaufen, lässt sich thermodynamisch erklären und wird im nächsten Kapitel (2.2) 
behandelt. Zunächst sei hier die Adsorption thermodynamisch betrachtet, die naturgemäß nur 
spontan abläuft, wenn die von der Enthalpie 'HA und Entropie 'SA abhängige freie Enthalpie 
der Adsorption 'GA kleiner als Null ist:[77] 
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Nach dieser Gleichung stellt die Enthalpie die Triebkraft der Adsorption dar, wenn man 
bedenkt, dass der Entropie-Term durch die Verringerung der Entropie stets positiv ist, wenn 
sich durch die Adsorption die Anzahl der translatorischen Freiheitsgrade im System 
verringert. Vorausgesetzt der Adsorptions-Prozess verläuft reversibel, lassen sich mit der 
thermodynamischen Formulierung des Massenwirkungsgesetzes die freie Standardenthalpie 




der Adsorption 'GA°, die allgemeine Gaskonstante R und die Gleichgewichtskonstante KA in 
Relation setzen:[68] 
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Weiterhin ist der Einfluss der Temperatur auf 'GA° durch die Maxwell-Beziehungen 
zugänglich:[68] 
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Die Kombination der Gleichungen (6), (7) und (8) führt zu einer Variante der van´t Hoff-
Gleichung, mit der die isostere Adsorptionsenthalpie bestimmt werden kann:[69] 
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Nun ist es im Falle der Proteinadsorption auf Festkörperoberflächen eher so, dass 
Konformationsänderungen[71,75] die Regel sind und die adsorbierten Makromoleküle 
³schwerer³ wieder desorbieren, als sie adsorbieren.[77] Deswegen ist bei der Anwendung der 
gezeigten Gleichungen Vorsicht geboten, da bei der Protein-Adsorption nicht immer die dazu 
notwendigen Gleichgewichtsbedingungen erfüllt werden. 
Weiterhin ist es generell akzeptiert, dass Proteine auch auf den Oberflächen von 
Nanopartikeln binden.[31,60,78-80] Wechselwirkungen biologischer Systeme mit Nanopartikeln 
gehen daher hauptsächlich auf die Wechselwirkungen mit den Proteinen der NP-Hülle[30,31] 
zurück. Unter physiologischen Bedingungen bildet sich auf Nanopartikeln also eine 
sogenannte Protein-Corona[26-32], die auf kritische Art und Weise das Verhalten des 
Nanopartikels in biologischer Umgebung verändern kann. Im Detail ist die Bildung einer 
Protein-Corona von einer ausgeprägten Konkurrenzsituation beeinflusst, bei der die 
anwesenden Proteine und Biomoleküle ständig versuchen, die Oberflächenplätze neu zu 
besetzen. Da das Resultat stark von individuellen Austauschzeiten abhängt, die je nach 
individueller Affinität und Konzentration (vgl. Gl. (5)) länger oder kürzer sein können[29], 
wurde der Gedanke von ³KDUWHQ³ XQG ³ZHLFKHQ³ 3URWHLQ-Coronae[31] eingeführt.




2.2 Proteine & Proteinstruktur 
 
Proteine sind formal Polypeptide, die durch Kondensationsreaktionen (H2O entsteht als 
Nebenprodukt) von Aminosäuren aufgebaut werden. In der Natur erfolgt die Darstellung 
(Proteinbiosynthese) an einem Proteinkomplex, den Ribosomen[38][81], die die Verknüpfung 
der Aminosäure-Monomere homogen katalysieren. Der Bauplan (Boten-RNA) für diese 
Synthese stammt von zugehörigen Genen und wird sequenziell abgearbeitet; es wird also eine 
Aminosäure nach der anderen dem entstehenden Peptidgerüst hinzugefügt. Die dabei 
erzeugten Peptidbindungen und ihre typischen Bindungslängen und -winkel[82] sind 
exemplarisch in der folgenden Abbildung gezeigt: 
 
 
Abbildung G1: Die proteinogene Peptidbindung mit Bindungslängen (in Å)[82] und -winkeln. 
 
Aufgrund repulsiver Wechselwirkungen der Substituenten R1 und R2 ist die trans-
Konfiguration der Amidbindung stark bevorzugt. Das cis/trans-Verhältnis in Polypeptiden ist 
in der Regel nicht größer als 1:1000, kann aber bei sehr hohem Prolingehalt den Wert 1:4 
erreichen.[82]  Verursacht wird diese Abweichung dadurch, dass durch Prolin als cyclische D-
Iminosäure im Polypeptid-Rückgrat eine geringere Repulsion resultiert, wodurch sich die 
relative Stabilität des cis-Isomers erhöht. 
Weiterhin kann die Amidbindung aufgrund der Amid-Aminol-Tautomerie als 
Resonanzhybrid zweier mesomerer Strukturen verstanden werden, wie es in folgender 
Abbildung schematisiert ist: 
 





Abbildung G2: Die Resonanzstrukturen der Amidbindung und deren Hybrid (oben). 
 
Die Bindung zwischen dem Carbonylkohlenstoff und dem Stickstoff ist wegen der Mesomerie 
kürzer als eine gewöhnliche Einfachbindung dieses Typs. Der partielle Doppelbindungs-
Charakter dieser Bindung bedeutet den Verlust der freien Drehbarkeit um diese Bindung. Eine 
cis-trans-Isomerie ist wegen der erhöhten Rigidität also energetisch ungünstig. Rotationen 
sind unter normalen Bedingungen nur noch um die CDN- und CDCO-Bindungen 
wahrscheinlich. Weiterhin resultieren an den Heteroatomen wegen der Delokalisation der 
Elektronendichte entlang der OCN-Ebene stärkere Partialladungen, die eine Erhöhung der 
Nukleophilie am Sauerstoff und Elektrophilie am Stickstoff nach sich ziehen. Entscheidend 
ist, dass sich dadurch die für die Bildung von Wasserstoffbrückenbindungen notwendigen H-
Akzeptor- und H-Donor-Fähigkeiten dieser Atome verbessern. 
Ein wesentliches Protein-Merkmal ist die funktionsgebende dreidimensionale Struktur, die 
durch mehrere hierarchische Ebenen organisiert ist. Die erste Ebene wird durch die 
Primärstruktur bestimmt, die bereits durch die spezifische Aminosäuresequenz der 
Polypeptidkette gegeben ist. Die oben erörterten geometrischen und physikalisch-chemischen 
Eigenschaften der Peptidbindung sind essentiell für die Ausbildung von Sekundärstrukturen. 
Darunter versteht man Abschnitte regelmäßiger Faltungen, die durch Wasserstoffbrücken-
bindungen zwischen den Amidfunktionen derselben Peptidkette gebildet werden. Dabei 
besteht eine Präferenz verschiedener Aminosäure-Einheiten bestimmte Sekundärstrukturen 
aufzubauen: Die Aminosäuren Alanin, Arginin, Glutamin, Glutaminsäure, Histidin, Leucin, 
Lysin und Methionin bevorzugen eine rechtsgängige Helixstruktur (D-Helix), E-Faltblätter 
werden durch die Anwesenheit der Aminosäuren Cystein, Isoleucin, Phenylalanin, 
Tryptophan, Tyrosin, Threonin und Valin favorisiert und Asparagin, Asparaginsäure, Glycin, 
Prolin und Serin sind charakteristisch für die Ausbildung von E-Schleifen.[83] 
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Die hierarchische Organisation der möglichen Proteinstrukturen ist in der folgenden Tabelle 
zusammengefasst: 
 









H-Brücken zwischen Amidgruppen 
der Hauptkette 
Tertiärstruktur Räumliche Gesamtstruktur 
einer Polypeptidkette 
Hydrophobe Effekte, H-Brücken 
zwischen: 
- Amidgruppen der Hauptkette 
- Amidgruppen der Hauptkette und 
polare Gruppen von Seitenketten 
- polare Gruppen von Seitenketten 




Globulärer Teil eines 
größeren Proteins; faltet 
sich i.d.R. unabhängig von 
anderen Domänen. Oft 








eigener Tertiärstruktur zu 
einem stabilen oligomeren 
Proteinmolekül 
Gleiche Bindungstypen wie für die 
Tertiärstruktur 
 
Das Vorhandensein von Amidbindungen in Proteinen ist also hauptverantwortlich für die 
Ausbildung der Sekundärstruktur. Darüber hinaus sind diese Bindungen in der Schwingungs-
Spektroskopie von großer Bedeutung, da sich entsprechend dem Sekundärstrukturtyp 
charakteristische Frequenzen der Amidbindungen ergeben. Die dabei möglichen Banden 
proteinogener Amidgruppen und deren ungefähre spektroskopische Lage sind der 
nachfolgenden Tabelle zusammengefasst: 














1675-1665 cm-1 o E-FB 
1670-1660 cm-1 o ZK 










~10% G(O CN-Spreiz) 
und andere Moden 
1300-1270 cm-1 (w) o D-HL 
1255-1240 cm-1 (m,b) o ZK 
1235-1225 cm-1 (m-s) o E-FB 
800-900 s Qs(CNC) 
~725 s-m Amid V G(NH-Spreiz) 
~625 m-s Amid IV 40% G(O CN-Spreiz) und andere Moden 
Abkürzungen: w: schwach, m: mittel, s: stark, b: breit, v: variabel, Q: Valenzschwingung (der Index s 
kennzeichnet eine symmetrische Mode), G: Deformationsmode , FB: Faltblatt, HL: Helix,  ZK: Zufallsknäuel 
 
Die Amid-Schwingungen I und III sind für diese Arbeit von großer Bedeutung, da sie 
Informationen über die Sekundärstruktur liefern und mit einer für analytische Zwecke 
ausreichenden Intensität in Raman-Spektren auftreten. Daher sind in der folgenden Abbildung 
diese Schwingungen anhand ihrer Verschiebungsvektoren illustriert: 
 
 
Abbildung G3: Illustration ausgewählter Amid-Schwingungen mit Verschiebungsvektoren. 




Eine weiteres wichtiges Element für Proteinstruktur sind Disulfidbrücken, die Peptidketten 
kovalent zur Ausbildung einer gezielten Tertiärstruktur miteinander verknüpfen (vgl. 
Tab. G1) und die durch die Reaktion zweier Cystein-Reste gebildet werden. Bedingt durch die 
Thiol-Funktionalität besitzt das Cystein eine für Aminosäuren relativ große Reaktivität, 
wodurch das Cystein als reduktive Komponente in RedOx-Reaktionen teilnehmen kann. Aber 
auch als nicht-oxidierte Spezies kann Cystein in Proteinen eine große Rolle spielen, z.B. in 
aktiven Zentren von Enzymen.[82] Eine weitere für diese Arbeit bedeutsame Eigenschaft des 
Cysteins ist durch die chemische Affinität des Schwefels zu Schwermetallen gegeben (z.B. 
Fe, Cu, Hg, Ag, Au, etc.)[82], deren Komplexbildung darüber hinaus ein RedOx-System 
involvieren kann.[86] Daher kann Cystein auch als Therapeutikum bei Schwermetall-
Intoxikationen verwendet werden.[87] In eukaryotischen Systemen werden für die Bildung 
einer Disulfidbrücke gezielt zwei Cystein-Reste posttranslational zu einem Cystin-Rest 
modifiziert. Dies wird durch die katalytische Aktivität der Protein-Disulfid-Isomerase[88] 
(PDI) an den endoplasmatischen Retikula[89] realisiert. 
Schwingungen der Disulfidbrücken in Proteinen stellen ebenso wie die Amid-Schwingungen 
eine wichtige Marker-Funktion für die Protein-Struktur dar. Die freie Drehbarkeit von 
Einfachbindungen, nach Überwindung einer gewissen Energiebarriere, ermöglicht es dem 
Cystin in verschiedenen rotameren Formen vorzuliegen. Die sterischen und elektronischen 
Interaktionen sind also abhängig vom Diederwinkel und bestimmen die Konformation. Ältere 
Betrachtungen gehen lediglich von drei verschiedenen Rotationsisomeren aus (ggg, ggt und 
tgt)[90-94], die in dem Raman-Bereich von etwa 500-550 cm-1 und 630-780 cm-1 relativ 
intensitätsstarke SS- und CS-Streckschwingungen zeigen. Neuere quantenchemische 
Rechnungen von Ozhogina und Bominaar[95] haben Energieminima für insgesamt sechs 
Klassen von Disulfidbrücken anhand von Diethyldisulfid identifiziert, die nicht alle zu 
bisherigen Klassifikationen passen[96-98], aber dennoch in den Strukturdaten von Proteinen 
wiedergefunden werden. Alle in dieser Arbeit basierenden konformativen Beschreibungen 
von Disulfidbrücken folgen den einfachen und konsistenten Notationen und Klassifikationen 
von Ozhogina und Bominaar[95], die in der folgenden Abbildung dargestellt sind: 





Abbildung G4: Die sechs Klassen der Disulfid-Rotamere nach Ozhogina und Bominaar[95] 
am Beispiel von Diethyldisulfid (modifizierte Wiedergabe). Die relative Energie dieser 
Rotamere nimmt nach Dichtefunktional-Rechnungen[95] in der Reihe von ggg nach g´gg´ zu. 
Nur die rechts-händigen Konformationen sind gezeigt (die links-händigen Rotamere sind 
energetisch entartete Spiegelbilder der rechts-händigen Formen). Das g steht für eine 
gauche-Konformation und t kennzeichnet eine trans-Anordnung. 
 
Der mittlere Deskriptor des Tripletts (xgx) steht dabei für die direkte Konformation an den 
Schwefel-Atomen, die aufgrund der voluminösen freien Elektronenpaaren eine entsprechend 
starke Repulsion ausüben und dadurch lediglich die gauche-Konformation an dieser Position 
ermöglichen. Die energetischen Unterschiede zwischen den anderen Rotameren sind recht 
klein (wenige kJ/mol[92]) und daher ist bei Raumtemperatur ein Gleichgewicht zwischen den 
Rotameren zu erwarten, in dem das ggg-Isomer den größten Anteil ausmacht. Durch die 
Einbettung in ein Polypeptidgerüst kann das Gleichgewicht dieser Isomere gestört werden. 
Durch die individuelle Faltung des Proteins (in vivo) und/oder durch posttranslationale 
Modifikationen ändert sich die Diederwinkel-abhängige Energielandschaft der 
Disulfidbrücken. Daher kann nicht nur die Population der ursprünglich energetisch 
ungünstigeren Rotamere favorisiert, sondern sogar durch das Peptidgerüst fixiert werden. 
Konformations-Änderungen nach der Adsorption von Proteinen auf Nanopartikel[26,34-39] 
können auch eine Veränderung der biologischen Aktivität[40-43] zur Folge haben. Dabei ist es 
schwierig, eine Regel abzuleiten, da in manchen Wechselwirkungen mit Nanopartikeln die 
Proteinstruktur scheinbar erhalten bleibt[44-46], während auf anderen Partikeln gleich mehrere 
Anzeichen von Strukturänderungen[34,47-53] beobachtet werden.  




Allgemein beeinflusst nicht nur die Liganden-Chemie, sondern auch die Protein-Corona selbst 
die kolloidale Stabilität[99], die Menge der adsorbierten Proteine und das Ausmaß ihrer 
Denaturierung.[26,54-57] Strukturelle Änderungen des Proteins nach Adsorption auf NP-
Oberflächen können gravierende Konsequenzen für die Biologie eines Systems nach sich 
ziehen; zuvor verborgene kryptische Peptid-Epitope[30,58] können dabei freigesetzt werden und 
durch eine veränderte Funktion und/oder Avidität (unnatürliche) Effekte verursachen.[31,59,60] 
Insbesondere das Exponieren kryptischer Epitope kann Autoimmun- bzw. Immunreaktionen 
hervorrufen.[61] Die dabei beteiligten mechanistischen Schritte sind bisher jedenfalls aus 
molekularer Sicht noch nicht ausreichend verstanden.[32,61-67] 
Die von vielen Faktoren abhängige Protein-Faltung bzw. -Entfaltung kann über mehrere 
stabile Zwischenzustände (molten globules)[100-102] verlaufen und ist daher nicht trivial zu 
verstehen.[103] Dennoch kann man Grundsätzliches, vor allem aus thermodynamischen Daten, 
erfahren. Die Enthalpie der Protein-Entfaltung 'HUF ist aufgrund interner Wechselwirkungen 
und Interaktionen mit dem Solvens generell positiv.[104] Dabei ist die Hydratationsenthalpie 
zwar stets negativ,[105-107] jedoch ist es energetisch ein großer Unterschied, ob eine polare oder 
unpolare Gruppe in Wasser transferiert wird, wie in Substitutions-Experimenten verborgener 
Gruppen gezeigt werden konnte.[108] Dies kann man dadurch verstehen, dass das Proteininnere 
eher hydrophob und daher die Hydratation des nicht-entfalteten gegenüber dem entfalteten 
Zustand energetisch bevorzugt ist.[104] Interne Wechselwirkungen im nativen Zustand, wie 
Wasserstoffbrückenbindungen oder Packungsenergien (durch van der Waals- oder 
elektrostatische Kräfte), stabilisieren also die Proteinstruktur. 
Betrachtet man nun die Gibbs-Helmholtz-Beziehung (vgl. Gl. (6)), so fällt auf, dass die 
Triebkraft der Entfaltung oder Konformationsänderung entropische Gründe[109] haben muss. 
Einerseits wird die Entropie durch die Zunahme möglicher Konformationen im entfalteten 
Zustand relativ zu dem nativen Zustand erheblich vergrößert.[104] Andererseits erniedrigt die 
Wechselwirkung der Solvensmoleküle mit den durch die Entfaltung freigesetzten polaren 
oder unpolaren Gruppen die Entropie.[106,110] In Summe wird bei der Protein-Entfaltung 
jedoch die Entropieabnahme der Solvatation durch den mit einer Entropiezunahme 
verbundenem Zugewinn an konformativer Freiheit überkompensiert.[104,111] 
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Abmessung von 1-100 nm definiert.[1] Aufgrund der großen Maßstabsverkleinerung 
entsprechen die Eigenschaften der Nanopartikel nicht mehr denen des makroskopischen 
Materials, das sie aufbaut. Dadurch ergeben sich vielfältige Einsatzmöglichkeiten. 
Nanopartikel sind durch das Aufkommen der Nanotechnologie heutzutage ein fester 
Bestandteil in vielen Forschungsgebieten und haben sich sowohl in einfachen Anwendungen 
wie Sonnencremes (TiO2/SnO)[1,22], als auch in heterogener Katalyse[2,112,113] und in 
biomedizinischen und pharmazeutischen Anwendungen[3] etabliert. 
Silber-Nanopartikel werden zum Beispiel in vielen Konsumprodukten eingesetzt, die von 
elektrischen Bauteilen, über Reinigungs- und Pflegeprodukte bis hin zu Anwendungen im 
medizinischen Bereich (antibakterielle Wirkung) reichen.[114-118] 
Gold-Nanopartikel sind in vielfältigen nanomedizinischen Studien[7-11] von großem Interesse, 
beispielsweise in der Photodiagnostik oder der photothermischen Therapie von Krebs oder 
anderen Krankheiten.[12] Ebenso findet der Gebrauch von Gold-Nanopartikeln als Transport-
Vehikel für Arzneimittel[7,13-20] oder DNA (als Transfektionsvektor)[21] vielversprechende 
Anwendungen. 
Prinzipiell existieren zwei verschiedene Ansätze, nach denen Nanopartikel synthetisiert 
werden. Bei der einen Variante wird das makroskopische Material, z.B. durch Laser-
Ablation[119-121] oder mechanisch durch Mahlen[122,123], verkleinert Ä7RS-'RZQ³-
Verfahren)[124]. Die andere Methode, die auch in dieser Arbeit verwendet wurde, geht vom 
atomaren Zustand aus ÄBottom-Up³-Verfahren)[124]. Da dieser Ansatz (z.B. die 
Flüssigphasensynthese)[1] eine Keimbildung und dessen Wachstum voraussetzt, wird der 
zeitliche Konzentrationsverlauf nachfolgend abgebildet: 
 
 





Abbildung G5: Modell von LaMer und Dinegar[125] zur Beschreibung von Keimbildung und 
Keimwachstum (modifizierte Wiedergabe). 
 
Zunächst werden Atome aus dem (ionischen) Ausgangsmaterial gebildet (Phase I). Die 
anschließende Keimbildung ist energetisch relativ ungünstig, da die Spaltung von Bindungen 
der Ausgangsverbindungen, die Entfernung von Solvathüllen und die Überwindung der 
Oberflächenspannung des Solvens endotherme Vorgänge darstellen.[1] Deswegen setzt die 
homogene Nukleation nach der klassischen Theorie[126] erst bei einer gewissen 
Mindestkonzentration ein, da erst dann eine größere statistische Wahrscheinlichkeit besteht, 
einen Cluster kritischer Größe (Embryo) zu bilden (Phase II). Erst danach reifen diese 
metastabilen Cluster zu thermodynamisch stabilen Keimen und es folgt ein heterogenes 
Keimwachstum (Phase III). Das Keimwachstum und die Ostwald-Reifung[127] sind im 
Gegensatz zu der Keimbildung exotherme Vorgänge, da hierbei Gitterenthalpie freigesetzt 
und Grenzflächenenergie minimiert wird.[1] 
 
Da die in dieser Arbeit verwendeten Partikel-Systeme thermodynamisch instabile 
Dispersionskolloide sind, benötigt es einer sterischen oder elektrostatischen Stabilisierung[127], 
um ein Fortschreiten der Phasentrennung durch die Minimierung der Grenzfläche mit dem 
Dispersionsmedium zu verhindern. Da die sterische Stabilisierung mit voluminösen Liganden 
kontraproduktiv für weitere Funktionalisierungen bzw. SERS-Experimente wäre, wurde die 
elektrostatische Stabilisierung aus der Synthese beibehalten.  
Die Grundlage für die elektrostatische Stabilisierung ist die DLVO-Theorie[127] (Derjaguin, 
Landau, Verwey und Overbeek)[127], die die Stabilität von Dispersionskolloiden erklärt.[128] 




Ein kolloidales System gilt demnach als stabil, wenn die repulsiven elektrostatischen 
(Coulomb-)Kräfte gleichgeladener Teilchen die attraktiven London-Kräfte (bzw. van der 
Waals-Kräfte) mindestens kompensieren. Die elektrostatische Repulsion wird dabei durch 
eine elektrochemische Doppelschicht an der Partikeloberfläche verursacht, die durch die 
Anlagerung von zur Partikeloberfläche entgegengesetzt geladenen Teilchen gebildet wird. 
Diese elektrochemische Doppelschicht kann durch das Stern-Modell[68] beschrieben werden, 
das eine Kombination einer oberflächennahen starren Helmholtz-Schicht und einer diffusen 
Schicht nach Art des Gouy-Chapman-Modells darstellt.[69] Durch die in diesen Schichten 
vorhandenen Überschussladungen resultiert ein elektrokinetisches Potential, das [-Potential 
(Zeta-Potential)[129] genannt wird und das dem elektrischen Potential der Kugeloberfläche 
gegenüber dem Potential im Inneren der Lösung entspricht. Die wirkende Abstoßung 
(potentielle Energie) zwischen Partikeln wächst quadratisch mit dem [-Potential und steigt 
mit der Dicke der elektrischen Doppelschicht. Die Zusammenhänge der Partikel-
Stabilisierung sind in folgender Grafik zu sehen: 
 
 
Abbildung G6: Einer der möglichen Verläufe der freien Enthalpie als Funktion des 
Abstandes zweier elektrostatisch stabilisierter Kolloid-Partikel (modifizierte Wiedergabe 
nach Lit.[130]). Die rote Kurve beschreibt die abstoßende, die blaue Kurve die anziehende und 
die grüne Kurve die resultierende Wechselwirkung. 
 
Erfolgt eine Annäherung der Partikel bis zum sekundären Minimum (M2), so sind die Partikel 
zwar schwach aneinander gebunden (Aggregat), jedoch sind sie leicht wieder voneinander 




(z.B. durch hydrodynamische Kräfte) trennbar. Dies trifft für das primäre Minimum (M1 ؙ 
Radiensumme) nicht zu, das jedoch nur erreicht werden kann, wenn die kinetische Energie 
(1,5 kBT) groß genug ist, um die durch das primäre Maximum (P) gegebene Energiebarriere 
zu überwinden. Dieses Partikel-Agglomerat wird dann durch größere Kräfte, beispielsweise 
durch chemische Bindungen, zusammengehalten. 
Das Aufbringen einer elektrostatischen oder sterischen Stabilisierung oder das gezielte 
Hinzufügen funktionsgebender Substanzen kann die ursprüngliche Oberfläche der 
Nanopartikel stark verändern. Dies ist ein wichtiger Aspekt, der für toxikologische 
Bewertungen und in biologischen Experimenten bedacht werden muss, denn diese 
Funktionalisierung kann die Translokation der Nanopartikel in biologischen Systemen 
entscheidend beeinflussen.[131-134] Bestimmte Beschichtungen von NP-Oberflächen wurden 
bereits mit Effekten auf die Cytotoxizität korreliert.[135-141] Ebenfalls konnte gezeigt werden, 
dass spezifische Funktionalisierungen Nanopartikel aus anderen Gewebeteilen in Zielgebiete 
lotsen können, wodurch sich die Bewertung ihrer potentiellen Toxizität noch komplexer 
gestaltet.[135,137,142]  
Wie sich die aktuelle Funktionalisierung und Toxizität eines Nanopartikels gestaltet, kann 
maßgeblich von dem Ausgangsmaterial des Nanopartikels determiniert werden. Selbst wenn 
eine massive, schlecht austauschbare und nicht-toxische Polymerhülle den Nanopartikel 
³PDVNLHUW³VRNRQQWHEHL6LOEHU-Nanopartikeln dennoch eine Toxizität nachgewiesen werden, 
die auf der kontinuierlichen Freisetzung cytotoxischer Silber-Ionen beruht.[56,143-146] 
 






Die Grundlage dieser Spektroskopie ist die nach ihrem Entdecker Chandrasekhara Venkata 
Raman (1928)[147,148] benannte inelastische Streuung von Licht, der Raman-Streuung.[149] 
Streuprozesse stellen formal gesehen eine Kombination von Absorptions- und 
Emissionsvorgängen dar, bei denen ein molekulares System unmittelbar nach der Absorption 
eines Photons wieder ein Photon emittiert. Dabei besitzen die emittierten Photonen dieselbe 
oder eine abweichende Frequenz wie das einfallende Licht, je nachdem ob eine elastische 
oder eine inelastische Streuung stattgefunden hat.[150] 
Bei der elastischen Streuung ist die Energie der einfallenden und gestreuten Photonen gleich, 
d.h. es wird keine Änderung der Frequenz Q oder Wellenlänge O beobachtet. Dieser Prozess 
wird als Rayleigh-Streuung[149] bezeichnet. Im Falle der Raman-Streuung, enthält das 
inelastische Streuphoton eine von dem Anregungsphoton abweichende Energie.[150] Der 
entstandene Energieunterschied resultiert aus dem Übergang zwischen zwei energetisch 
verschiedenen Molekülzuständen. Ähnlich wie bei einem inelastischen 
Stoßprozess[68]zwischen zwei Molekülen oder Partikeln, für den keine Impulserhaltung gilt, 
kann nämlich auch hierbei Energie über die inneren Freiheitsgrade ausgetauscht werden. Die 
zu Streuprozessen beitragenden Prozesse sind in Abb. G7 zusammengefasst und nachstehend 
erläutert. 
Interagiert ein Lichtstrahl mit einem Molekül (links in Abb. G7), so promoviert dieses aus 
einem seiner besetzten vibratorischen Quantenzustände des elektronischen Grundzustandes 
(S0) in ein virtuelles Niveau (rechts oben in Abb. G7). Dieses virtuelle Niveau ist zwar kein 
eigentlicher Molekülzustand, wird aber generiert, wenn die Elektronen des Moleküls mit dem 
elektrischen Feldvektor des einfallenden Lichtes wechselwirken. Die Energie dieses 
Zustandes[151] hängt damit auch von der einfallenden Lichtfrequenz ab. Das auf diese Weise 
ebenfalls induzierte Dipolmoment des Moleküls oszilliert folglich mit der Frequenz der 
eingefallenen Strahlung und kann schließlich, wie es aus der klassischen Optik bekannt ist, als 
Hertz´scher Oszillator[152] ein Photon derselben Frequenz Q0 aussenden (Rayleigh-Streuung). 
Es kann aber auch ein bathochrom verschobenes Photon ausgestrahlt werden, wobei das 
Molekül ein höheres Schwingungsniveau als zuvor populiert (Stokes-Streuung). Wird im 
Gegensatz dazu ein niedrigerer aus einem höheren Schwingungszustand besetzt, so kommt es 
zur Aussendung eines hypsochrom verschobenen Photons (Anti-Stokes-Streuung). 






Abbildung G7: Links: Zur Lichtstreuung führende Licht-Materie-Wechselwirkung (hier mit 
einem Benzolring gezeigt). Rechts: Vereinfachtes Termschema der Streuprozesse (oben) und 
korreliertes Spektrum, in dem die relative Signalintensität (I0 ist die Anfangsintensität) gegen 
die Frequenz aufgetragen ist (unten). Modifizierte Wiedergabe nach Lit.[150,151]. 
 
Aus dieser Abbildung geht außerdem hervor (vgl. rechts unten in Abb. G7), dass nur etwa 
eines von 106 eingestrahlten Photonen an der Rayleigh-Streuung beteiligt ist. Der Anteil der 
Stokes- und Anti-Stokes-Streuung ist noch deutlich kleiner. Gewöhnlich kommt der Anti-
Stokes-Streuung deswegen in der Raman-Spektroskopie nur wenig Bedeutung zu, da der 
Schwingungsgrundzustand unter Normalbedingungen am häufigsten bevölkert wird (vgl. 
Boltzmann-Energieverteilung). Dennoch ist eine Bestimmung der Temperatur über das 
Verhältnis der Intensitäten zwischen der Stokes- und Anti-Stokes-Streuung möglich (vgl. 
Kapitel 3.1). Raman-Effekte höherer Ordnung (2., 3., etc.) können zwar ebenfalls auftreten, 
jedoch ist ihre stark gegenüber der 1. Ordnung abnehmende Intensität in der Regel 
vernachlässigbar.[152]  
Weiterhin sind bei den gezeigten Stokes- und Anti-Stokes-Banden nur Übergänge 
berücksichtigt, bei denen sich die vibratorische Quantenzahl ändert (vgl. Abb. G7). Da 
Schwingung und Rotation jedoch miteinander gekoppelt sind, ist auch eine Änderung der 
Rotationsquantenzahl möglich, die eine Entstehung von O- und S-Zweigen[152] hervorruft. Die 
zugehörige Feinstruktur der Rotation wird jedoch hier nicht weiter thematisiert, da sie mit den 




verwendeten Raman-Spektrometern und darüber hinaus in kondensierter Phase 
(Linienverbreiterung durch Wechselwirkung mit gleichen oder anderen Teilchen)[152] nicht 
aufgelöst werden kann. Zudem liefert die Auflösung der Schwingungsstruktur einer Probe 
ebenfalls die gewünschten Hinweise auf die Struktur der verwendeten Molekülsysteme. Aus 
Gründen der Vollständigkeit sei jedoch noch erwähnt, dass bei manchen Chromophoren durch 
Licht-Absorption auch ein Übergang in den elektronisch angeregten Zustände (S1) erfolgen 
kann, was eine Emission von Phosphoreszenz- oder Fluoreszenz-Strahlung zur Folge haben 
kann. Dies gilt es durch die Wahl der Molekülsysteme und die Anregungsquelle unbedingt zu 
vermeiden, weil derartige Emissionen aufgrund der deutlich größeren Wirkungsquerschnitte 
das Raman- oder SERS-6SHNWUXPÄEHUGHFNHQ³N|QQHQ[153] 
Da die genannten Streuprozesse weiterhin viel intensitätsschwächer sind, als z.B. die 
Lichtabsorptionen durch Vibrationsübergänge in der IR-Spektroskopie, gewann die Raman-
Spektroskopie erst durch die fortgeschrittene Entwicklung geeigneter Lichtquellen (Laser) 
und Detektoren in den 1970er-Jahren zunehmend an Bedeutung, auch wenn ihre Grundlagen 
schon in den 1940er-Jahren umfassend erforscht wurden.[154] 
Bei der klassischen Theorie zur Erklärung des Raman-Effektes wird zunächst von der 
Rayleigh-Streuung ausgegangen.[152] Wenn Primärlicht mit einer Frequenz Q0 auf ein Molekül 
trifft, so induziert der elektrische Feldvektor ein mit der Verzerrung der Elektronenhülle 
verbundenes Dipolmoment, das mit derselben Frequenz schwingt. Die kartesischen 
Koordinaten des induzierten Dipolmoments Pind hängen dabei von dem Polarisierbarkeits-























































 oder indP D     (10) 
 
Wird nur auf eine Koordinatenachse vereinfacht, so lässt sich die zeitabhängige elektrische 
Feldstärke  ( t ) mit der Ausgangs-Amplitude 0 (t   0) und der Frequenz des Primärlichtes Q0 
in einen trigonometrischen Zusammenhang setzen:[8] 
 
 tt 00 2cos)( QS       (11) 





Nach Kombination der Gleichungen (10) und (11) ergibt sich: 
 
 tind 00 2cos QSDP      (12) 
 
Befindet sich das Molekülsystem bereits in eine seiner Eigenschwingungen, so muss die 
Amplitude des induzierten Dipolmoments mit dieser Schwingungsfrequenz Q moduliert 
werden, falls die Polarisierbarkeit dadurch mit der Distanz der schwingenden Atomkerne 
variiert. Da der Abstand der Atomkerne R durch das Produkt R0  cos (2S Q   t ) gegeben ist, 




















w    (13) 
 
Dieser Ausdruck für D kann nun in Gl. (12) substituiert werden. Daraus folgt: 
 

















w    (14) 
 
Das Produkt zweier Cosinus-Funktionen lässt sich mathematisch trennen:[68] 
 
   > @BABABA   coscos
2
1
coscos     (15) 
 
Nach Anwendung dieser trigonometrischen Beziehung auf Gl. (14) erhält man: 
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Der erste Term in dieser Gleichung ist gleichbedeutend mit der Rayleigh-Streuung, die 
anderen beiden Summanden beschreiben die Anti-Stokes- (Q0  Q ) und die Stokes-Streuung 




(Q0  Q ). Aus der Gleichung (16) wird außerdem eine wichtige Voraussetzung für die Raman-
Streuung deutlich, nämlich dass sich die Polarisierbarkeit während der vibratorischen 













     (17) 
 
Für die bei Raman-Spektren beobachtete Intensität IR lässt sich in einer dem Lambert-
Beer´schen-Gesetz ähnlichen Form ansetzen: 
 
        0 jRI I D zV      (18) 
 
Darin ist I0 die Ausgansintensität des einfallenden Lichtes, z die Pfadlänge des Lichtes in der 
Probe, D die Teilchenzahldichte der streuenden Spezies j und V j der Streuquerschnitt. Der 
Streuquerschnitt ist darin eine integrale empirische Größe (über alle Streuwinkel), die jedoch 
noch von der Frequenz abhängig ist. In der nachstehenden Gleichung ist die 
Frequenzabhängigkeit berücksichtigt, wobei V j° den residualen Streuquerschnitt 
repräsentiert:[156] 
 
                  4j 0 j 0 j°RI v I D v v zV      (19) 
 
Demnach ergibt sich also eine Abhängigkeit von der vierten Potenz der Frequenz, wenn man 
die nachstehende Relation zwischen der Wellenzahl v , der Frequenz Q, der 
Lichtgeschwindigkeit c und der Wellenlänge O betrachtet: 
 





      (20) 
 




Im empirischen Streuquerschnitt V j° sind viele Faktoren zusammengefasst, die Informationen 
über die jeweiligen Schwingungen, die elektronische Struktur und die 
Symmetrieeigenschaften der Probenmoleküle liefern können.  
Zur Veranschaulichung der Zusammenhänge zwischen Molekülstruktur und der Raman-
Aktivität sind nachfolgend die Änderungen der Dipolmomente und Polarisierbarkeiten der 





















Abbildung G8: Änderungen der Dipolmomente und Polarisierbarkeiten mit der 
Normalkoordinate R in den Valenz- (oben und mittig) und Deformationsschwingungen 
(unten) dreiatomiger Moleküle des Typs YXY. Der Querschnitt des Polarisationsellipsoids 
und seine Variation in Form und Größe im Gleichgewichtsabstand und an den jeweiligen 
Umkehrpunkten der Normalschwingungen sind ebenfalls dargestellt (blau). Modifizierte 
Wiedergabe nach Lit.[85,157,158]. 
 
Hier sind nur drei der vier möglichen Normalschwingungen (3N  5)[68] gezeigt, da die zweite 
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Papierebene verlaufen, mit der anderen Spreizschwingung energiegleich (entartet) ist. Da 
lineare dreiatomige Moleküle ein Symmetriezentrum besitzen, ändert sich ihr Dipolmoment 
analog zu homonuklearen zweiatomigen Teilchen während der symmetrischen 
Streckschwingung nicht. Die Änderungen der Dipolmomente der beiden synchronen YX-
Schwingungen kompensieren sich nämlich gegenseitig und deswegen ist diese Schwingung 
nicht IR-aktiv. Die asymmetrische Valenzschwingung und die Spreizschwingung produzieren 
hingegen ein Dipolmoment durch die Änderung der Ladungsverteilung. Die Änderungen der 
Polarisierbarkeit dieser Moden sind jedoch exakt konträr in den beiden Halbperioden der 
Schwingung und an keiner Stelle Null. Allerdings besitzt die Polarisation ein Minimum im 
Gleichgewichtsabstand (R0), dessen Steigung naturgemäß Null ist. In Konsequenz wird eine 
Inaktivität dieser Moden in der Raman-Spektroskopie beobachtet.  
Im Gegensatz zu symmetrischen, dreiatomigen linearen Molekülen, existiert bei dreiatomigen 
gewinkelten Molekülen (YXY, z.B. H2O) kein Symmetriezentrum und daher weisen alle 
drei Normalmoden (3N  6) eine IR- und Raman-Aktivität auf. Die Schwingungen von 
Wasser sind jedoch im Raman-Spektrum nicht annähernd so intensiv wie im IR-Spektrum. 
Folglich ist Wasser als Lösungsmittel in Raman-Untersuchungen viel besser geeignet, da es 
das gemessene Spektrum keinesfalls so dominiert wie im IR-Spektrum. 
Bei polyatomaren Molekülen, wie z.B. Proteinen, wird die Situation deutlich komplexer und 
daher können die vorangestellten Betrachtungen über Polarisierbarkeitsänderungen und 
Verschiebungsvektoren bisher nicht einwandfrei auf derartig große Teilchensysteme 
extrapoliert werden.[85] 
Aus all diesen Betrachtungen wird der komplementäre Charakter der Raman- und der IR-
Spektroskopie deutlich. Einer der grundlegenden Unterschiede zur IR-Spektroskopie besteht 
darin, dass sich das Dipolmoment während der Schwingung im Raman nicht ändern muss. 
Daher ist es mit Hilfe des Raman-Effektes auch möglich, Schwingungsspektren 
homonuklearer zweiatomiger Moleküle zu messen und somit z.B. deren Bindungslängen und 
-energien zu bestimmen.[85] Außerdem hat die Raman-Spektroskopie praktisch keine 
Probleme mit dem schwankenden Kohlendioxidgehalt der umgebenden Raumluft, was in IR-
Messungen experimentell berücksichtigt werden muss. 
 




2.5 Oberflächenverstärkte Raman-Spektroskopie (SERS) 
 
Oberflächenverstärkte Raman-Spektroskopie (SERS) ist eine extrem empfindliche und 
oberflächenselektive Variante der Raman-Spektroskopie, um auf kolloidalen und 
nanostrukturierten Metalloberflächen Moleküle und deren Adsorptionsgeometrie zu 
studieren.[153,159-169] Die große Oberflächenselektivität beruht auf der ausgeprägten 
Distanzabhängigkeit der Methode, bei der vorrangig die Raman-Signale der auf dem SERS-
Substrat adsorbierten Liganden zum Spektrum beitragen, während ungebundene Liganden 
keine signifikanten Beiträge zur Signalintensität beisteuern. Dies bringt vor allem 
experimentelle Vorteile mit sich, da durch die extreme Oberflächenselektivität keine 
Notwendigkeit besteht die funktionalisierten Kolloid-Partikel von den freien Liganden in der 
umgebenden Suspension zu separieren. Trennungsverfahren, wie Zentrifugation, Dialyse, 
Säulenchromatographie oder Filtration, können die spätere Dateninterpretation erschweren, 
weil die zugrunde liegenden Adsorptionsgleichgewichte (vgl. Kapitel 1.1) durch diese 
Verfahren gestört werden.[170] 
Grundlage für diese Art der Spektroskopie ist die oberflächenverstärkte Raman-Streuung. 
Gewöhnlich liegen die Streuquerschnitte von Molekülen in der Raman-Spektroskopie im 
Bereich von etwa 10-29 cm2 und können in Anwesenheit geeigneter SERS-Substrate auf bis zu 
10-16 cm2 ansteigen.[171] Diese Größenordnung übertrifft sogar die Wirkungsquerschnitte IR-
Absorptions- oder Fluoreszenz-Spektroskopie von etwa 10-21 und 10-19 cm2 beträchtlich. Dies 
ermöglicht prinzipiell eine Analytik auf Einzelmolekülniveau.[153,160,165,171] Der SERS-Effekt 
tritt allerdings nur an Nanostrukturen auf, die kleiner als etwa 100 nm[153] sind und die aus den 
Schwermetallen Cobalt, Nickel, Kupfer, Silber, Gold, Rhodium, Iridium, Platin oder den 
Metallen der ersten und dritten Hauptgruppe aufgebaut sind.[153,159,160,171] Der Gruppe der 
Münzmetalle, insbesondere Silber und Gold, kommt dabei die größte Bedeutung zu, da sie 
besonders große Verstärkungen erzielen und häufig als Material für Nanopartikel eingesetzt 
werden (vgl. Kapitel 2.3).[160,165] 
Historisch betrachtet wurde der SERS-Effekt von Fleischmann et al. 1974[172] entdeckt, die 
eine bis zu 106-fache Verstärkung des ursprünglichen Raman-Signals von Pyridin an 
elektrochemisch aufgerauten Silberoberflächen beobachteten. Die Autoren konnten zu 
gegebener Zeit jedoch noch kein grundlegendes Modell zur Erklärung dieses komplexen 




Oberflächen-Phänomens liefern. Erst später wurden unabhängige Theorien publiziert, die ein 
tiefergehendes Verständnis des SERS-Effektes lieferten. 
Die Grundlage des SERS-Effektes beruht auf der Wechselwirkung eines auf der 
nanoskopischen Oberfläche adsorbierten ÄRaman-5HSRUWHUV³XQGGHQ2EHUIOlFKHQSODVPRQHQ
die als evaneszente Elektronenschwingungen auf dieser Metalloberfläche verstanden 
werden.[85,173] Die Erzeugung der Oberflächenplasmonen durch die Wechselwirkung des 
elektrischen Feldvektors der eingehenden elektromagnetischen Strahlung geeigneter 
Wellenlänge mit den Elektronen des metallischen Nanopartikels ist in folgender Abbildung 
vereinfacht illustriert: 
     
Abbildung G9: Schema zur Entstehung der Oberflächenplasmonen von Nanopartikeln. 
 
Das evaneszente verstärkende Feld entsteht dadurch, dass die EM-Welle das Partikel nahezu 
vollständig penetriert und mit der elektrischen Komponente des elektrischen Wechselfeldes 
eine kollektive Verschiebung der (freien) Leitungsbandelektronen relativ zu den stationären, 
positiv geladenen Atomrümpfen verursacht.[174] Als Konsequenz resultieren 
Polarisationsladungen an der Partikeloberfläche, die Coulomb-Kräfte und damit eine 
verbundene oszillative Rückstellung bewirken (prinzipiell ein harmonischer Oszillator[68] mit 
F   kx). Die folgende mit der Frequenz des verursachenden Lichtes stattfindende kollektive 
Oszillation der Leitungsbandelektronen wird als lokalisiertes Oberflächenplasmon[175] 
bezeichnet. Voraussetzung dafür ist, dass die Lichtwellenlänge eine Wellenlänge aufweist, die 
mit einer der möglichen Schwingungsfrequenzen der Plasmonen resonant ist.[176,177] Durch die 
im Resonanzfall vom Partikel akkumulierte Energie resultiert in ein großes EM-Feld, das den 
Streuquerschnitt bei dieser Wellenlänge deutlich vergrößert (vgl. Abb. G9).  




Der Zerfall eines Oberflächenplasmons kann entweder nicht-strahlend über die in Phononen 
oder Wärmeentwicklung mündende Dämpfung von Elektronen-Loch-Paaren nahe dem Fermi-
Niveau[174] erfolgen oder eine Emission von Mie-Streuung bewirken.[174,176,177] Die spektralen 
Charakteristika der Plasmonenresonanz sind dabei vorrangig von den intrinsischen 
Eigenschaften der Partikel abhängig, denn Faktoren wie Material, Größe und Morphologie 
haben den größten Einfluss[1,174,176,177] und korrelieren daher auch mit SERS-
Verstärkungsfaktoren.[178] Eine extrinsische Eigenschaft ist z.B. durch die 
Dielektrizitätskonstante des Mediums gegeben.[174] Die Oberflächenplasmonen sind also über 
die Mie-Streuung auch für die Entstehung der spezifischen Färbung von nanopartikulären 
Lösungen verantwortlich.[1,176] 
Der exakte Mechanismus des SERS-Effektes ist immer noch nicht vollständig verstanden, 
aber es existieren zwei unterschiedlich ansetzende Theorien, die allgemein akzeptiert sind.[176] 
Ausgehend von Gleichung (10) lässt sich vermuten, dass eine Verstärkung der Raman-
Streuung prinzipiell nur erfolgen kann, wenn das induzierte Dipolmoment durch die 
Wechselwirkung mit dem SERS-Substrat vergrößert wird. Daher basieren die zugrunde 
liegenden Ansätze dieser Theorien auf einer elektromagnetischen () und einer chemischen 
(D ) Verstärkung, da nach Gleichung (10) die Intensität der Raman-Streuung nur von dem 
Produkt dieser beiden Faktoren abhängt.[179] 
Das elektromagnetische (EM) Modell der Verstärkung geht auf Kerker et al.[180] aus dem 
Jahre 1980 zurück. Dieses Modell bezieht sich auf sphärische SERS-Substrate, deren 
Krümmungsradien a signifikant kleiner sind als die Wellenlänge des anregenden Lichtes 
(r << O). Der sich im Abstand d zur Oberfläche befindliche Analyt ist einem elektrischen 
Primär-Feld Ein ausgesetzt, das sich additiv aus dem Eingangs-Feld E0 und dem Lorentz-Mie-
Feld ELM des SERS-Substrates zusammensetzt (Ein   E0  ELM)[180]. Das dann in Richtung 
Detektor gestreute Licht wird zudem noch durch das Raman-Strahlungs-Feld Eout verstärkt, 
das sich aus dem oszillierenden Dipol-Feld des Analyten EDIP und dem Streuungs-Feld des 
SERS-Substrates ESC (Eout   EDIP  ESC)[180] ergibt. Dieser Mechanismus, in dem prinzipiell 
die ein- und ausgehenden Felder des Nanopartikels für die EM-Verstärkung der Raman-
Streuung verantwortlich sind, ist in der folgenden Abbildung zusammengefasst, wobei die 
dargestellten Objekte nicht maßstabsgetreu sind: 
 





Abbildung G10: Schematische Ansicht der elektrischen Wechselfeld-Vektoren zur 
Verdeutlichung des Modells der elektromagnetischen Verstärkung von Raman-Streuung (aus 
den Gleichungen nach Kerker et al.[180] abgeleitet und nach Lit.[169] modifiziert). 
 
Anhand dieser Abbildung lässt sich für den Verstärkungseffekt sowohl eine Abstands- als 
auch eine Winkelabhängigkeit (T
 
) der einfallenden Strahlung erahnen. Die Kombination 
dieser Abhängigkeiten ergibt ein resultierendes Raman-Feld ER, das folgende Gleichung 
beschreibt:[151] 
 
        
3
0 03cos cosR




  ¨ ¸
© ¹
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Der elektrische Feldvektor der Raman-Streuung ist also proportional zu d -3, was für eine 
Dipol-Dipol-Wechselwirkung auch zu erwarten ist. Der Faktor g berücksichtigt zudem die 
Dielektrizitätskonstanten des Metalls Hs und des Mediums Hm:[151] 
 







     
(22) 
 
In dem Faktor g stellt Hs eine komplexe dielektrische Funktion des Metalls dar (Hs   H1  iH2), 
die durch die Permittivität des Materials bei dieser Wellenlänge über den Brechungsindex n 
approximiert werden kann (Hs   n2; z.B. n   1,0 in Vakuum oder Luft, n   1,33 in Wasser)[176]. 
Dies impliziert, dass wenn der Realteil von Hs (H1 ist abhängig von O) relativ ähnlich 
dimensioniert ist wie Hm ein intensives Oberflächenfeld resultiert und dadurch ebenfalls große 
Raman-Verstärkungen erwartet werden können.[176] 
 




Da die SERS-Intensität mit dem Produkt der (Betrags-)Quadrate der ein- und ausgehenden 
Felder korreliert[178], ergibt sich bei kleinen Raman-Verschiebungen in Näherung eine 
Abhängigkeit von der vierten Potenz des einfallenden elektrischen Wechselfeldes.[176,178] 
Insgesamt erhält man nach Berücksichtigung aller Felder eine Distanz-Abhängigkeit der 
SERS-Intensität von 1/d 12. Betrachtet man nun noch, dass die Anzahl der detektierten 
Moleküle quadratisch mit dem Abstand zur Oberfläche wächst, so vergrößert sich die 
effektive SERS-Intensität zu einer 1/d 10-Abstandsabhängigkeit:[165,181] 
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Diese Gleichung beschreibt also die bekannte starke Abstandsabhängigkeit Raman/SERS-
aktiver Moden zu der Oberfläche eines SERS-Substrates[153,160,165,166,168,182], die zu der 
eingangs beschriebenen Oberflächenselektivität führt. Die Quantität dieser Abstands-
abhängigkeit wurde durch die Untersuchung an selbst-assemblierten Monolagen (SAMs)[181] 
und Langmuir-Blodget-Filmen (LB)[182,183] untersucht und validiert. Dies demonstriert 
überdies auch die Aussagekraft des EM-Modells. 
Darüber hinaus kann die Anwesenheit bestimmter lokaler Nanostrukturen extrem hohe 
Verstärkungen verursachen, da diese für die Ausbildung (z.B. durch Partikel-Aggregation) 
YRQ Ähot spots³ verantwortlich sein können.[178] Hot spots sind definiert durch spezifische 
Positionen auf einer Oberfläche, die im Unterschied zu ihrer unmittelbaren Umgebung eine 
deutlich bessere Raman-Verstärkung von 1012 oder höher verursachen.[153,171] Die gezielte und 
reproduzierbare Synthese von SERS-Substraten mit hoher Konzentration an hot spots kann 
wichtige Fortschritte für die Einzelmolekül-Analytik bringen, insbesondere wenn man an die 
Kombination mit superauflösender Mikroskopie[184,185] oder Sensoren in der 
Spurenanalytik[186] denkt. 
Das EM-Modell kann jedoch keine unterschiedliche Verstärkung verschiedener Moden eines 
Analyten mit verschiedenen Substraten oder unterschiedlichen Anregungswellenlängen 
vorhersagen, wie es sich z.B. in der Praxis in unterschiedlichen relativen Intensitäten 
ausdrückt,[187] und dies macht die Betrachtung eines chemischen Modells notwendig. 
 




Die Entwicklung des Modells der chemischen Verstärkung (CE) wurde im Wesentlichen von 
Otto et al.[188] (1984) und Lombardi et al.[189] (1986) vorangetrieben. Die CE-Verstärkung 
wird hierbei durch die Modifikation des Polarisierbarkeits-Tensors der auf einer SERS-
aktiven Nanostruktur adsorbierten Moleküle erreicht. In diesem Modell wird von einem 












Abbildung G11: Schematische Darstellung des Charge-Transfer-Mechanismus (modifizierte 
Wiedergabe nach Lit.[153]). 
 
Die CE-Verstärkung kann nach diesem Modell über drei verschiedene Varianten erfolgen. Bei 
dem Weg A ist sogar eine Physisorption ausreichend, indem das Metall lediglich die 
elektronischen Zustände des Analyten in Form einer Verschiebung und Verbreiterung stört, 
die eine Änderung der Polarisierbarkeit und damit auch der Raman-Effizienz betroffener 
Moden impliziert.[190] 
In einer zweiten Variante wird die Bildung eines Oberflächenkomplexes vorausgesetzt, 
wodurch sich die intrinsische Polarisierbarkeit des chemisorbierten Moleküls ändert.[153] 
Durch die Überlappung von Molekülorbitalen mit dem metallischen Substrat werden über die 
neuen Elektronenzustände indirekt Übergänge möglich, die mit der Laserstrahlung in 
Resonanz sind.[153,190] 
Die dritte Variante stellt eine verfeinerte Version der zweiten Variante dar, bei der ein 
Photonen-getriebener CT-Mechanismus[153] zugrunde liegt. Der Energieunterschied zwischen 
der Fermi-Energie EFermi des Metalls und den HOMO- oder LUMO-Energien sollte dabei zu 
der Energie der Wellenlänge[190] des verwendeten Lasers passen, damit ein CT-Übergang 
zwischen dem HOMO und den unbesetzten Zuständen oberhalb von EFermi oder ein Übergang 
EFermi 
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zwischen dem LUMO und Zuständen knapp unterhalb der Fermi-Kante stimuliert werden 
kann.[153] 
Es wird darüber hinaus ein besonders wirksamer CT-Übergang postuliert, wenn die Größen 
von Oberflächenrauigkeiten der SERS-Substrate ähnlich skaliert sind wie die Ausdehnungen 
von Atomen. Nach dem Adatom-Modell[21] VLQGEHVRQGHUVGLHVRJHQDQQWHQÄDNWLYHQ6WHOOHQ³
(engl.: active sites) für die SERS-Verstärkung verantwortlich, weil sie befähigt sind, 
Oberflächenkomplexe zu generieren, die sehr effektive CT-Übergänge erlauben. Diese active 
sites stellen im Prinzip das Modell-Analogon zu den genannten hot spots aus dem 
elektromagnetischen Modell dar. 
Das CE-Modell kann allerdings nicht wie die EM-Theorie die Abstandsabhängigkeit des 
Analyten von dem SERS-Substrat berücksichtigen, da der Analyt als adsorbierte Spezies 
betrachtet wird und sich dadurch zwangsläufig in unmittelbarer Nähe zu dem SERS-aktiven 
Material befindet. 
Für ein grundlegendes Verständnis des SERS-Effekts darf man beide Modelle nicht getrennt, 
sondern muss sie synergistisch betrachteten. Abschließend lässt sich dieses Kapitel gut mit 
einem Zitat von Andreas Otto beenden, dessen intensive Forschungsarbeiten bis in die frühen 
Tage der oberflächenverstärkten Raman-Spektroskopie zurück reichen und daher 
mitbestimmend für unser heutiges Verständnis der SERS-Spektroskopie sind: 
 
³Certainly, without the EM mechanism there would be no signal, but the chemical mechanism 
determines what is observed.´[191] 
 




2.6 Zweidimensionale Korrelationsspektroskopie (2DCOS) 
 
Die Entfaltung überlappender spektraler Daten über eine zweite Dimension wurde zu erst 
etwa 1976 in der NMR-Spektroskopie angewandt.[192] Dieses Konzept wurde etwa 10 Jahre 
später von Isao Noda in einer stark abweichenden Form für den gesamten Bereich der 
optischen Spektroskopie zugänglich gemacht.[193-195] Dies gelang durch die Entwicklung 
geeigneter mathematischer Algorithmen, die an einer Serie spektroskopischer Daten entlang 
einer externen Störungsvariablen ausgeführt werden. Die externe Störung kann auf vielfältige 
Weise bewirkt werden, z.B. durch mechanische, thermische, elektrische, magnetische oder 
sogar reaktionskinetische Änderung, und sie kann sich prinzipiell in geänderten Intensitäten, 
Bandenformen oder Bandenverschiebungen der dynamischen Spektren manifestieren.[193,194] 
Ebenso ist auch die Art der für die spektroskopische Methode erforderliche 
elektromagnetischen Strahlung (IR, UV-Vis, Röntgen, etc.) sehr variabel. Die generellen 
Schritte für die Erstellung von 2D-Korrelationsspektren ist nachfolgend schematisiert: 
 
 
Abbildung G12: Allgemeines Schema für die Erstellung von 2D-Korrelationsspektren. 
 
Für die mathematische Ausführung der 2D-Korrelation wird zunächst die durch die 
Pertubation t in einem Intervall von Tmin und Tmax erhaltene spektrale Intensität y(Q, t ) 
betrachtet und in ein dynamisches Spektrum Ϳ(Q, t ) überführt:[193] 
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In dieser Gleichung stellt ٦(Q, t ) ein Referenzspektrum dar, das in den meisten Fällen nicht 
genauer spezifiziert werden kann und daher als Durchschnittsspektrum angesetzt wird:[193] 
 








y t y t t
T T
Q Q 
 ³     (25) 
 
Nun diktiert das fundamentale Konzept der 2DCOS einen quantitativen Strukturvergleich 
zwischen den sich mit den Störungsparameter beobachteten Intensitätsänderungen bei 
verschiedenen spektralen Variablen Q1 und Q2. Aus den im festen Intervall zwischen Tmin und 
Tmax beobachteten dynamischen Spektren lässt sich dann das zugehörige 
Korrelationsspektrum X(Q1, Q2) nach folgender Definition erhalten:[193] 
 
          1 2 1 2X , , ,y t y tQ Q Q Q      (26) 
 
Das Symbol ¢ ² steht darin für eine spezielle Kreuzkorrelationsfunktion, die dem Vergleich 
der Ähnlichkeiten bzw. der Verschiedenheiten der spektralen Intensitätsänderungen Ϳ(Q, t ) 
entlang der externen Störung dient. Der mathematische Ansatz dazu vereinfacht sich, wenn 
X(Q1, Q2) als komplexe Funktion behandelt und in zwei orthogonale Komponenten zerlegt 
wird:[193] 
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Die Komponente )(Q1, Q2) symbolisiert dabei die synchrone Korrelationsintensität und sie 
beschreibt ähnliche oder zufällige Trends im definierten Intervall (zwischen Tmin und Tmax). 
Die asynchrone Korrelationsintensität <(Q1, Q2) drückt hingegen eher die unabhängigen und 
unkoordinierten Fluktuationen des Signals aus.[194] 
Die synchrone Korrelationsintensität kann direkt aus den entlang der Störungsvariablen 
gleichmäßig verteilten m (Anzahl) dynamischen Spektren berechnet werden nach:[193] 
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Für spektrale Daten, bei denen kein festes Inkrement der externen Störungsvariablen gegeben 
ist, wird eine Art Normierung benötigt. Das Referenzspektrum muss dazu ebenfalls korrigiert 
werden, das dann nach einer numerischen Integrationsmethode berechnet werden kann:[193] 
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Das synchrone 2D-Korrelationsspektrum ändert sich dann zu:[193] 
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Demnach ergibt sich ein Spektrum, das bezogen auf seiner Diagonalen (Q1   Q2 ) symmetrisch 
ist.[195] Die auf dieser Diagonalen befindlichen stets positiven Peaks werden Autopeaks 
genannt und sind das Ergebnis pertubations-induzierter spektraler Intensitätsänderungen.[195] 
Deswegen sind die korrespondierenden Autopeaks auch umso stärker, je größer die 
Änderungen der Intensität durch die externe Störung sind. Die sogenannten Kreuzpeaks 
außerhalb der Diagonalen repräsentieren simultane oder zufällige Änderungen, können also 
anzeigen, ob die spektralen Intensitätsänderungen einen gekoppelten oder gemeinsamen 
Ursprung besitzen.[193] Ist das Vorzeichen der Kreuzpeaks positiv, so steigen oder sinken die 
Intensitäten der korrelierenden Peaks gemeinsam mit dem Voranschreiten der Pertubation. Ist 
das Vorzeichen negativ, so ändern sich die Intensitäten als Funktion der Störung in 
entgegengesetzter Richtung. Die verschiedenen spektralen Variablen der negativen 
Kreuzpeaks sind also antikorrelierend.[195] 
Für das asynchrone 2D-Korrelationsspektrum ergibt sich analog zu Gl. (28): 
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In dieser Gleichung entspricht der Term Njk den entsprechenden Zeilen- oder 
Spaltenelementen der diskreten Hilbert-Noda-Transformationsmatrix und ist nachfolgend 
definiert:[193] 
 
   
0 wenn






    (32) 
 
Die Berücksichtigung ungleichmäßiger Störungsinkremente transformiert Gl. (31) zu:[193] 
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Das sich aus diesen Gleichungen ergebende asynchrone Korrelationsspektrum ist im 
Gegensatz zu dem synchronen Spektrum antisymmetrisch hinsichtlich der Diagonalen und 
enthält komplementäre Informationen.[195] Es gibt daher im asynchronen Spektrum zwar keine 
Autopeaks, jedoch gibt es Kreuzpeaks, die überdies auch hilfreich sein können bei der 
Identifikation einzelner Beiträge (z.B. Schwingungen) in stark überlappendenden Banden.[195] 
Weiterhin enthält das asynchrone Spektrum Informationen, die die Lokalisation nicht 
synchron verlaufender spektraler Intensitätsänderungen erlaubt. Es kann also eine Sequenz 
der spektralen Änderungen in Abhängigkeit von der externen Störungsvariable abgeleitet 
werden. Im Speziellen resultiert ein positives Vorzeichen durch die Änderung der spektralen 
Variablen Q1 vor der Änderung bei Q2.[193] Im Falle eines negatives Vorzeichens ist es genau 
umgekehrt. Die Sequenzregeln kehren sich allerdings um, wenn das Vorzeichen derselben 
spektralen Variablen im synchronen Spektrum negativ ist ()(Q1, Q2) < 0). Diese Ausnahme 










3.1 Aufbau eines Raman-Spektrometers 
 
Da die Mikro-Spektroskopie mit Lasern hohe Leistungsdichten auf einer Probe bewirken 
kann, die durch die Oberflächenplasmonen von Nanopartikeln noch weiter verstärkt werden 
können, besteht die Möglichkeit, dass die Probenmoleküle zersetzt werden. Die Zersetzung 
der Moleküle kann in der Entstehung von amorphen Kohlenstoff[196,197] münden, der 
sämtliche spektrale Signale des Analyten überdecken kann. Aus diesem Grunde wurde ein 
Raman-Spektrometer aufgebaut, das gleichzeitig die Temperatur während der Raman- oder 
SERS-Messung über das Verhältnis von Stokes- und Anti-Stokes-Streuung bestimmen kann. 










Abbildung M1: Raman-Spektrometer zur gleichzeitigen Detektion von Stokes- und Anti-
Stokes-Streuung. 
 
Der Aufbau besteht aus einem Dioden-gepumpten Festkörper-Laser (DPSS, Gem-100, Laser 
Quantum), dessen kontinuierlich emittierter Strahl mit 532 nm Wellenlänge zunächst durch 
eine Teleskop-Optik aufgeweitet wird. Danach wird der Laserstrahl in einem 10°-Winkel über 
einen Kerbfilter (Kaiser Optical Systems, holographic super notch plus) in ein Objektiv (Carl 
Zeiss, 10x, 0.2 NA) reflektiert, das das Laser-Licht auf eine Probe fokussiert. Durch das selbe 
Objektiv wird das rückgestreute Licht gesammelt, jedoch kann nur das in der Frequenz 
verschobene Raman-Licht (Stokes und Anti-Stokes) den Kerbfilter passieren. Durch einen 





















(l | 100 cm, Fiberware) fokussiert. Die Glasfasern leiten das kollimierte Licht weiter und 
bilden einen Spalt auf einem holografischen Gitter (Horiba, 1800 gr/mm) ab, das das 
polychromatische Raman-Streulicht spektral auftrennt. Letztendlich trifft das spektral 
getrennte Raman-Licht auf den hochsensiblen Chip einer EMCCD-Kamera (LucaEM R DL-
604, Andor®, 1004 x 1002 Pixel), der eine Quanteneffizienz von etwa 65%[198] besitzt und 
damit prinzipiell einzelne Photonen der inhärent schwachen Raman-Streuung nachweisen 
kann. Der Strahlengang wurde unter Zuhilfenahme einer Niederdruck-Quecksilberdampf-
Lampe und mehreren Irisblenden justiert, bevor erste Validierungs-Messungen durchgeführt 
wurden. 
Um die Funktion des so aufgebauten Raman-Spektrometers zu überprüfen und kalibrieren, 
wurde der Raman-Reporter Cystin mit unterschiedlichen Laser-Leistungen gemessen. Die von 
der Pixel-Zahl des EMCCD-Chips abhängigen Spektren sind nachfolgend aufgeführt: 
 
Abbildung M2: Von der Laser-Leistung (532 nm) abhängige parallele Detektion der Stokes- 
und Anti-Stokes-Streuung von Cystin (40 s Integrationszeit, 5 Akkumulationen). Das EMCCD-
Abbild der ersten Messung ist oben in der Abbildung gezeigt. 
 
Das Abbild des EMCCD-Chips demonstriert einerseits die geringe Intensität der Anti-Stokes-





Linie der fast restlos eliminierten Rayleigh-Streuung befindet sich bei etwa Pixel 520. Die 
exakte Lage der Rayleigh-Linie wurde durch die Messung ohne den zweiten Kerbfilter 
verifiziert. Zudem sind einige helle Pixel auf dem Bild zu erkennen, die auf das 
Dunkelrauschen (z.B. kosmische und terrestrische Hochenergie-Strahlung) zurückgehen. Die 
Stokes-Streuung befindet sich links davon (0-480 Pixel) und der Anti-Stokes-Bereich rechts 
von der Rayleigh-Linie (560-1004 Pixel). Beide Bereiche enthalten dieselbe Information über 
die molekulare Struktur des Analyten, jedoch kann das Intensitätsverhältnis der Stokes- und 
Anti-Stokes-Streuung (IAS/IS) einer Schwingungsmode dazu genutzt werden, um die 
Temperatur zu bestimmen. Wie bereits in den Grundlagen erwähnt, ist die Besetzung von 
Schwingungszuständen temperaturabhängig und kann (für Schwingungen nahe der Rayleigh-














     (34) 
In dieser Gleichung steht h für das Planck´sche Wirkungsquantum, Qvib für die 
Schwingungsfrequenz, und kB für die Boltzmann-Konstante. Diese Gleichung wird nun auf 
die recht intensive Schwingung der Disulfidbindung des Cystins angewandt, welche sich ca. 
bei Pixel 220 im Stokes- und Pixel 760 im Anti-Stokes-Bereich befindet und der relativen 
Wellenzahl 498,5 cm-1 zugeordnet wird. Die nachfolgende Abbildung zeigt die von der Laser-
Leistung abhängigen Temperaturen, die anhand der oben gegebenen Gleichung (34) mit den 





Abbildung M3: Lokale berechnete Temperaturen eines Cystin-Kristalls bei verschiedenen 
Laser-Leistungsdichten unter Betrachtung Boltzmann-verteilter Schwingungszustände der 
Disulfidbindung. 
 
Aus dieser Abbildung lässt sich ablesen, dass die Laserleistung den erwarteten exponentiellen 
Einfluss auf die lokale Temperatur hat, die sich in dem Fokusvolumen des Mikroskop-
Objektivs aufgrund von Lichtabsorptionen einstellt. Es zeigt sich außerdem, dass bereits 
geringe Laser-Leistungen die Temperatur im Fokus-Volumen relativ stark erhöhen. Überträgt 
man diese Ergebnisse gedanklich auf SERS-Messungen, so ist es offensichtlich, dass bei zu 
hohen Laser-Leistungen nicht nur die Desorption von Analyten begünstigt wird, sondern auch 
dessen thermische Zersetzung initiiert werden kann. Allerdings wird eine SERS-Messung im 
Kolloid wegen der starken Durchmischung und Konvektionsströme (bzw. 
Wärmeleitfähigkeit) nicht unbedingt in diesem Ausmaße von einer Temperaturerhöhung 
betroffen sein. Jedoch verstärkt die Plasmonenresonanz der edelmetallischen Nanostrukturen 
wiederum die lokale Leistungsdichte. Das legt einerseits eine vorsichtige Strategie bei der 
Wahl der Laser-Leistung nahe und andererseits die parallele Messung der lokalen Temperatur 
während der Raman-Detektion, da die lokale Temperatur aufgrund der vielen unbekannten 
Parameter in einem sich dynamisch verhaltenen System bewegender aggregierender und 







Viele der Raman- und SERS-Messungen während dieser Arbeit wurden mit einem 
konventionellen konfokalen Raman-Mikroskop (Senterra, Bruker®) durchgeführt, das 
nachfolgend abgebildet ist: 
 
 
Abbildung M4: Verwendetes konfokales Raman-Mikroskop der Firma Bruker®.[200] 
 
In dem abgebildeten Mikroskop ist ein Spektrometermodul integriert, das sich hauptsächlich 
aus einem auf bis zu -70 °C kühlbaren CCD-Detektor (engl. für ladungsgekoppeltes Bauteil; 
Charge-coupled Device), einem ND-Filter (Neutraldichte-Filter für die Einstellung der Laser-
Leistung), zwei Gittern (für die spektrale Auflösung) und einem Kerbfilter für die Rayleigh-
Streuung zusammensetzt. Es stehen zwei Laserquellen für die Anregung der inelastischen 
Streuung zur Verfügung, von denen eine direkt in dem Gerät implementiert ist. Die interne 
Lichtquelle ist ein Dioden-Laser, der die Wellenlänge von 785 nm generiert. Die zweite 
mögliche Anregungswellenlänge von 488 nm wird extern durch einen Argon-Ionen-Laser 
(Innova® 90 plus, Coherent®) produziert und über eine monomodale Glasfaser in das Gerät 
eingespeist. Durch die Wahl der Laser-Quelle ist es möglich, die Versuchsbedingungen an die 
wellenlängenabhängige Plasmonenresonanz der verwendeten nanopartikulären Substrate 
anzupassen. Die SERS-Experimente mit den Silber-Substraten wurden bei 488 nm und die 
Versuche mit den Gold-Nanoschalen bei 785 nm durchgeführt. 
Das Mikroskopmodul dieses Gerätes enthält zudem einen motorisierten Probentisch und ein 














Lumenera© Corp.) zusammensetzt. Falls nicht anders angegeben, wurde bei allen Messungen 
ein Objektiv mit 20-facher Vergrößerung (M Plan N, NA 0,4, Olympus®) verwendet. Das mit 
dem Objektiv einhergehende Fokusvolumen ist nämlich ein entscheidender Faktor für die 
eingetragene Energie pro Volumenelement und damit auch für die Anzahl der Teilchen, die in 
dem Detektionsvolumen als Streuzentren wirken können. Falls das Fokus-Volumen zu klein 
ist, so werden zu wenige Moleküle des Ensembles das Licht inelastisch streuen 
(Intensitätsverlust). Darüber hinaus könnte eine eventuell zu große Leistungsdichte 
resultieren, die die Photo- oder Thermolyse von Probenmolekülen verursachen kann 
(Informationsverlust bzw. -veränderung). Weiterhin ist das Fokusvolumen des 20er-Objektivs 
hinreichend groß, dass über eine relativ große Anzahl von Nanopartikel-Molekül-Systemen 
gemittelt werden kann. Dadurch ergibt sich eine größere statistische Wahrscheinlichkeit, dass 
die am häufigsten besetzten Adsorptionsstrukturen auf den Nanopartikeln auch tatsächlich 
detektiert werden. Um dies zu verdeutlichen, sei nachfolgend eine Berechnung des 
beugungsbegrenzten Fokusvolumens VF gegeben. Der Durchmesser und die Tiefe des 
Fokusvolumens, dw und dd, werden im Wesentlichen durch die Wellenlänge O und numerische 
Apertur des Objektivs (NA) bestimmt:[201] 
w 1,22 NA
d O 
      (35) 
d 24 NA
d O 
      (36) 





V d dS 
      (37) 
Führt man diese Rechnung für eine Wellenlänge von 488 nm mit dem 20er Objektiv aus, so 
ergibt sich ein Wert von etwa 10-7 mL. Berücksichtigt man eine übliche NP-Konzentration 
nach der Synthese von ungefähr 1011 mL-1, so erhält man eine NP-Anzahl von ca. 
104 Nanopartikel im Fokusvolumen. Dies sollten also hinreichend viele Partikel im 
Detektionsvolumen für eine Ensemble-Messung sein, insbesondere wenn man die 
Brown´sche Molekularbewegung bedenkt, die während der Integrationszeit und 
Akkumulationen der Messungen stattfindet. 
Die Kopplung von Spektrometer- und Mikroskopmodul und der Strahlengang innerhalb des 








Abbildung M5: Strahlengang und Schema der Kopplung der beiden Module des Senterra 
Raman-Mikroskops, modifiziert nach Lit.[202]. 
 
Über zwei Spiegel wird der Laser-Strahl durch einen ND-Filter geleitet (roter Pfad), der die 
Einstellung der Laser-Leistung ermöglicht. Darauf folgend wird der Strahlengang durch einen 
teildurchlässigen PC-gesteuerten Spiegel (mode mirror) und ein im Objektivrevolver 
befindliches Objektiv geführt, das den Laser-Strahl auf die Probe fokussiert. Durch die 
Translation des teildurchlässigen Spiegels, ist es möglich zwischen dem Raman-Modus und 
dem Mikroskop-Betrieb zu selektieren (hier ist nur die Einstellung des Raman-Modus 
gezeigt). Des Weiteren benötigt das System diesen Spiegel, um eine Wellenlängen-
Kalibration durchzuführen.  
Das von der Probe rückgestreute Licht (blauer Pfad) wird über die Linse des Objektivs 
kollimiert und auf dem selben Weg wie das einfallende Licht zurückgeleitet, bis es den Filter 
für die Rayleigh-Streuung (F1) erreicht. Das Raman-Licht kann diesen Filter passieren und in 
das Spektrometermodul gelangen, während andere Wellenlängen reflektiert werden. In der 
Spektrometereinheit wird das Raman-Licht ähnlich wie in Abb. M1 auf ein Gitter (1200 
Linien/cm) fokussiert und nach den einfallenden Lichtfrequenzen entsprechend selektiert. Das 
nun spektral aufgetrennte inelastische Streu-Licht trifft dann auf den CCD-Detektor (iDus, 







zugehörigen Software als wellenlängenaufgelöste Intensität dargestellt und gespeichert wird. 
Die spektrale Auflösung der in diesem System erhaltenen Spektren beträgt 3-5 cm-1. 
Die Bearbeitung und Auswertung der Raman-Spektren erfolgte mit der Software OPUS 6.5, 
mit der in der Regel eine Basislinien-Korrektur (konkave Gummibandmethode, 64 Punkte) 
durchgeführt wurde. Nach Export der Spektren als ASCII-Dateien erfolgte die visuelle 






3.3 Synthese und Charakterisierung von SERS-Substraten 
 
Die Lichtabsorption bzw. Plasmonenresonanz der synthetisierten SERS-Substrate wurde mit 
einem UV-Vis-Spektrometer (DT-Mini-2-GS, Ocean Optics®) nach vorheriger Kalibration 
mit Wasser (Blind- und Dunkelspektrum) gemessen. Die Bestimmung der hydrodynamischen 
Radien fand mit einem experimentellen Aufbau statt, der auf der Lichtstreuung von Partikeln 
basiert und nachfolgend gezeigt ist: 
 
 
Abbildung M6: Schematischer Aufbau der Partikeldetektion mittels Laserlichtstreuung; der 
Brownian-Motion-Nanoparticle-Sizer (BMNS).[72,203,204] 
 
Prinzipiell beruht das Messprinzip auf der Brown´schen Molekularbewegung von Partikeln, 
die durch deren intensitätsstarke Mie-Streuung bei 633 nm Wellenlänge eines He-Ne-Lasers 
(Modell 1135P, Uniphase) mit einer CCD-Kamera (640x480 Pixel, 30 fps, The Imaging 
Source) detektiert wird. Die vom Messrechner gespeicherten AVI-Dateien einer Messung 
werden mit einer LabView®-Software (National Instruments) ausgewertet, um aus den 
Bilddaten die Trajektorien der einzelnen Partikel zu extrahieren und daraus mittlere 
Verschiebungsquadrate zu bestimmen. Diese Verschiebungsquadrate machen dann eine 
Berechnung der hydrodynamischen Durchmesser über die Kombination der Stokes-Einstein- 
und Einstein-Smoluchowski-Beziehung zugänglich.[72,203,204] 
Zusätzlich erfolgte eine Bestimmung der Größe und Morphologie der Partikel mithilfe der 
Rasterelektronen-Mikroskopie (Quanta 400 FEG, FEI). Dazu war es notwendig, die 





Exsikkator über Silica-Gel zu trocknen. Falls die REM-Auflösung nicht ausreichend war, 
wurden die Proben noch mit Kohlenstoff bedampft, da auf diese Weise die Leitfähigkeit 
erhöht und die Aufladungseffekte der Probe minimiert werden. 
Die Synthese der jeweiligen Nanopartikel wird in den nachfolgenden Unterkapiteln 
beschrieben. Vor der Synthese wurden alle verwendeten Glasgeräte mit siedendem 
Königswasser (konzentrierte Salz- und Salpetersäure im Volumenverhältnis 3:1) gereinigt, 
um damit die Anwesenheit von Keimen für eine bevorzugte heterogene Nukleation an 
Kontaminationen der Glas-Oberflächen zu vermeiden. Anschließend wurden die Glasgeräte 
noch zusätzlich mit Reinstwasser (Millipore; 18,2 M:cm) ausgespült, um eine 
Verunreinigung des entstehenden Kolloids mit Ionen dieser Säuren zu verhindern, da diese 
die elektrostatische Stabilisierung beeinflussen. Ebenfalls wurde Reinstwasser dieser Qualität 
auch bei den Nanopartikel-Synthesen verwendet. 
 
 
3.3.1 Citrat-stabilisierte Silber-Nanopartikel 
 
Die Darstellung der Citrat-stabilisierten Ag-Nanopartikel wurde modifiziert nach der Methode 
von Lee und Meisel[205] durchgeführt. Wenn nicht abweichend angegeben, wurden in 90 mL 
Wasser 17 mg Silbernitrat gelöst und unter Rückfluss in einem Dreihalskolben mit 
Innenthermometer nahe dem Siedepunkt erhitzt (etwa 92 °C). Zu dieser Lösung wurde schnell 
und unter starkem Rühren 10 mL einer Lösung von 94 mg Trinatriumcitrat-Trihydrat in 
Wasser gegeben. Unter Rückfluss wurde noch etwa für 10 Minuten bei dieser Temperatur 
weitergerührt. Dabei verfärbte sich die Lösung von einer anfänglichen klaren zu einer 
goldgelben Erscheinung. Danach wurde die Heizquelle schnell gegen ein Eisbad ausgetauscht 
und unter ständigem Rühren mindestens bis auf Raumtemperatur abgekühlt. 
Das für die Bildung der Ag-Nanopartikel notwendige elementare Silber wird mechanistisch 








Abbildung M7: Reaktionsgleichung der Silberionen-Reduktion und Bildung der Citrat-
stabilisierten Silber-Nanopartikel (oben). Mechanismus der Decarboxylierung von 
Acetondicarboxylat (E-Ketoglutarat) zu Aceton (unten). 
 
Das Trinatriumcitrat dient hierbei als Reduktionsmittel für die Silberionen und wird dabei 
selbst zu Acetondicarboxylat[13] (E-Ketoglutarat) oxidiert. Das während der Reaktion 
gebildete Kohlendioxid (CO2) kann über das Lösungsgleichgewicht als Gas entweichen. Die 
Stabilität des dabei gebildeten gasförmigen Nebenproduktes CO2 und die damit ebenfalls 
verbundene Entropievergrößerung stellt gleichzeitig Triebkraft dieser Reaktion dar. Das 
Entweichen des CO2 in die Gasphase verlagert zudem das Reaktionsgleichgewicht auf die 
Produktseite und begünstigt dadurch eine quantitative Umsetzung. 
Da E-Ketosäuren bzw. E-Ketodicarboxylate relativ instabile Verbindungen[206] sind, neigen sie 
zu einer zügigen Disproportionierung. Deswegen erfolgt unter den Versuchsbedingungen die 
in Abb. M7 gezeigte Decarboxylierungs-Sequenz, ausgehend von dem E-Ketoglutarat über 
das Acetacetat zum Aceton.[207] Zunächst decarboxyliert dabei also das E-Ketoglutarat zu 
einem über ein Enolat resonanzstabilisierten Carbanion (Keto-Enol-Tautomerie)[206], das im 
Anschluss rasch ein Proton aus dem Protolyse-Gleichgewicht des Wassers anteilig addiert. 
Über einen ähnlichen Weg decarboxyliert das Acetacetat zum Endprodukt Aceton, das bei der 





Die so in der Reaktion (vgl. Abb. M7) entstandenen Silberatome können nun über homogene 
Nukleation Cluster bilden, die als Nukleationskeime für die heterogene Reifung der Kolloid-
Partikel dienen (vgl. Abb. G5). Da das eingesetzte Reduktionsmittel Trinatriumcitrat im 
Überschuss verwendet wurde, werden die Partikel durch den verbleibenden Anteil 
elektrostatisch stabilisiert. Dabei nimmt das Citrat auf den Oberflächen eine 
Adsorptionsstruktur ein, die durch die gleichzeitige Bindung zweier benachbarter 
Carboxylgruppen mit zwei Silberionen an der Oberfläche gegeben ist.[85] 
Nachstehend sind repräsentative Charakterisierungen, der auf diese Weise synthetisierten 
Silber-Nanopartikel, gezeigt: 
 













Abbildung M10: REM-Aufnahmen von Citrat-stabilisierten Silber-Nanopartikeln[170] (links: 
Bild eines Trocknungsartefaktes mit 200.000-facher Vergrößerung, rechts: Bild mit 






Die Ergebnisse zeigen, dass die Nanopartikel mit einem mittleren hydrodynamischen 
Durchmesser von 53 ± 5 nm eine maximale Lichtabsorption (420 nm) nahe der für die SERS-
Messungen verwendete Anregungswellenlänge von 488 nm aufweisen, was deren Eignung als 
SERS-Substrat belegt. Die REM-Aufnahmen demonstrieren weiterhin eine überwiegend 
sphärische Gestalt der Partikel, aus denen sich ein mittlerer Durchmesser von 38 ± 4 nm 
ergibt. Der mittels REM bestimmte Durchmesser der metallischen Kerne ist also signifikant 
kleiner als der hydrodynamische Durchmesser, da bei der Auswertung der REM-Bilder 
lediglich Primärpartikel ohne Artefakte gezählt werden, während hingegen bei der Analyse 
der Brown´schen Molekularbewegung mit dem BMNS-System auch Agglomerate miterfasst 
werden. Zusätzlich gehen die Hydrathüllen der Nanopartikel bei der Probenvorbereitung für 





Die Darstellung der Gold-Nanoschalen erfolgte in einer modifizierten Variante[169] nach der 
Methode von Y. Sun und Y. Xia[208]. Zu 20 mL siedendem Reinstwasser wurde unter Rühren 
5 mL eines Citrat-stabilisierten AgNP-Kolloid gegeben. Unter starkem Rühren wurde zu 
dieser stark siedenden Lösung 0,5 mL einer 1 %-igen Goldsäure-Lösung schnell hinzu 
gegeben. Bereits nach kurzer Zeit veränderte sich der Farbeindruck dieser Lösung über blau 
und violett nach magenta bis pink. Als der Farbton der Lösung nach einigen Minuten stabil 
erschien, wurde unter Rühren im Eisbad auf Raumtemperatur abgekühlt. 
In Analogie zu den anderen Synthesen liegt auch hier ein RedOx-Prozess zugrunde. Das 
Gold(III)-Kation des Tetrachloroaurates wird, wegen seiner höheren Position in der 
Spannungsreihe[209], vom Silber der ursprünglichen Nanopartikel reduziert. Die dabei 
vermutlich ablaufenden Vorgänge, die zur Bildung der nanopartikulären Goldschalen führen, 












Abbildung M11: Schematische Darstellung der Gold-Nanoschalen-Genese, modifiziert nach 
Lit.[210]. 1: Start der Silber-Substitution nach Goldsäure-Addition, 2: Fortschritt der 
Substitution, 3: Kompletter Ersatz des Silber-Templates nach seinem Verbrauch. 
 
Nach Addition des Gold-Komplexes zur siedenden Lösung mit den Silber-Nanopartikeln, 
beginnt die Reduktion der Gold(III)-Ionen an den Silberoberflächen. Es ist dabei nicht 
zweifelsfrei auszuschließen, dass zwecks Stabilisierung im Überschuss vorhandenes Citrat 
teilweise oxidiert wird, ähnlich wie es in Abb. M7 zu sehen ist. Nachdem sich erste 
Nukleationskeime von Gold in der Lösung nahe den Silberoberflächen gebildet haben, 
nukleieren diese heterogen an den Silber-Oberflächen und produzieren auf diese Weise eine 
dünne poröse Hüllschicht. Die kolloidalen Silberpartikel dienen also als Template, auf denen 
sich zunächst fraktale Strukturen aus elementarem Gold formieren. Die inhomogene 
Morphologie wird aufgrund von statistisch ablaufenden Diffusionsprozessen von Ag-, Cl- 
und [AuCl4]-Ionen (Porendiffusion) und entropisch günstigen Defektstrukturen (z.B. durch 
Wachstum an den Stapel- oder Korngrenzen)[211] gebildet, die einem homogenen Aufbau 
entgegenwirken. In diesem Stadium kann man den reduktiven Einfluss des Citrats zunehmend 
ausschließen, da sich das Wachstum nur noch bevorzugt in der an Citrat verarmten 
Hohlstruktur fortsetzen kann. 
Im letzten Schritt der Au-NP-Bildung (vgl. 3 in Abb. M11) glättet sich die Oberfläche noch 
etwas, wodurch die freie Grenzflächen-Energie minimiert wird. Der verbleibende Anteil des 
Citrats dient darüber hinaus in adsorbierter Form als Stabilisator. Die angefallenen 
Nebenprodukte Ag und Cl bilden intermediär bzw. während des Abkühlens schwerlösliches 





Nachfolgend sind die Ergebnisse der Charakterisierung eines Gold-Nanoschalen-Ansatzes 
gezeigt, der unter ähnlichen Bedingungen bei den Messungen mit Insulin oder BSA zum 
Einsatz kam: 
 
Abbildung M12: UV-Vis-Spektrum und Fotografie (0 min) eines Citrat-stabilisierten Gold-
Nanoschalen-Ansatzes mit Insulin und KCl nach verschiedenen Inkubationszeiten (bei 
Zimmertemperatur ohne Agitation; genauere Versuchsbedingungen sind im Ergebnisteil zu 
finden). Das UV-Vis-Spektrum des zur Synthese verwendeten AgNP-Kolloid ist ebenfalls 
inkludiert. 
 
Durch den Vergleich der UV-Vis-Spektren der Ausgangspartikel und des resultierenden 
Kolloids sieht man einerseits, dass sich das Maximum der Absorption um etwa 100 nm 
bathochrom verschiebt und andererseits, dass für die SERS-Messungen im Nahinfraroten 
noch recht wenig Absorption zur Verfügung steht. Durch das Ansalzen mit Kaliumchlorid 
(0,1 M KCl, 1:10 Volumenverhältnis) und die Insulin-Zugabe erhöht sich die Anzahl der 
Partikel-Agglomerate, die eine ausreichende Plasmonenresonanz bei der 
Anregungswellenlänge von 785 nm aufweisen. Die Optimierung von SERS-Spektren durch 
Ansalzen wurde auch schon häufig in der Literatur beschrieben.[212,213] Dadurch verschiebt 





Partikel-Aggregation können Oberflächen-Positionen entstehen, die eine besonders gute 
SERS-Verstärkung hervorrufen (hot spots).  
Nachfolgend sind die Bestimmungen der Größe und Gestalt dieser Nanopartikel gezeigt: 
 





Abbildung M14: REM-Aufnahmen der Citrat-stabilisierten Gold-Nanoschalen (links: 






Nach einer Größenauswertung der REM-Aufnahmen ergibt sich ein mittlerer Durchmesser 
dieser sphärischen Partikel von etwa 54 nm. Der Grund für die Abweichung von den mit der 
Lichtstreuung (BMNS) bestimmten 80 nm ist teilweise derselbe wie bei den Silber-
Nanopartikeln (s. Kap. 3.3.1). Zusätzlich ist die Oberfläche und Struktur der Gold-
Nanoschalen abweichend und dadurch sind die Strömungseigenschaften ebenfalls verändert. 
Die veränderten hydrodynamischen Eigenschaften können zusätzlich das Ergebnis der 
Bestimmung beeinflussen. Außerdem ist die Methode der Laserlichtstreuung bei 
polydispersen Größenverteilungen leicht fehlerbehaftet[204], da die größeren Partikel 
intensitätsstärkere Streuzentren darstellen und daher bevorzugt detektiert werden.  
Weiterhin sind in den REM-Aufnahmen auch hellere Partikel mit einer anderen Morphologie 
zu erkennen. Diese Partikel werden vermutlich deswegen heller abgebildet, da sie eine 
kleinere Eindringtiefe der Elektronen aufgrund ihrer Leitfähigkeit bewirken. Daher kann man 
schließen, dass es sich hierbei nicht um Gold- oder Silber-Nanopartikel handelt, sondern 
höchstwahrscheinlich um Salz-Partikel aus Silberchlorid (vgl. Synthese) oder Citrat-
enthaltende Natriumchlorid-Phasen, die bei der Probenvorbereitung für die REM präzipitiert 
sind.  
Abschließend lässt sich festhalten, dass die Au-Nanoschalen zwar die sphärische Gestalt der 





3.3.3 Nanostrukturierte Silberoberflächen 
 
Eine Folie aus elementarem Silber (99,99%, 0,25 mm Dicke, Sigma-Aldrich®) wurde in 
kleine Quadrate von etwa 4 x 4 mm Größe zerteilt. Mit Mikroglas-Kügelchen 
(d   19,9 ± 1,4 μm, Duke Scientific Corp.) und unter Zuhilfenahme eines Spatels wurden 
diese Quadrate solange angeraut, bis auf der gesamten Oberfläche deutliche Kratzer zu sehen 
waren. Zusätzlich wurde die Oberfläche mit denselben Partikeln durch Zugabe von 
deionisiertem Wasser weiter nass aufgeraut. Nach Entfernen der Glaspartikel mit Wasser und 
Trocknen an der Luft, wurden die Oberflächen noch weiter mit kleineren Glaskügelchen 
(d   10.0 ± 1,0 μm, Duke Scientific Corp.) aufgeraut. Nach erneutem Waschen mit 
deionisiertem Wasser erschienen die Ag-Oberflächen weißlich-matt.  
Zur weiteren Erhöhung der mechanisch erzeugten Oberflächenrauigkeit wurden die Silber-
Plättchen nach der Methode von Wu et al.[214] noch für 15-20 min mit 3,5 M Salpetersäure bei 
etwa 40 °C unter starkem Rühren behandelt. Abschließend wurden die geätzten Silber-
Substrate erneut mit Wasser gewaschen und bis zum Gebrauch in Reinstwasser aufbewahrt. 
Nachstehend sind REM-Aufnahmen der getrockneten SERS-Substrate abgebildet, um das 
Ergebnis der Oberflächenrauigkeit bzw. Nanostrukturierung zu demonstrieren: 
 
 
Abbildung M15: REM-Aufnahmen der aufgerauten und geätzten Silber-Oberflächen mit 






3.4 Thermostatisierte Raman-Messungen 
 
Eine 30 %-ige Lösung (21,43 mM) von Lysozym (~ 100000 U/mg, Sigma-Aldrich®) in 
Reinstwasser wurde so in eine Quarz-Küvette (1 mm, Suprasil®) gefüllt, dass diese keine Luft 
in Form von Bläschen oder Totvolumina mehr enthielt. Die Küvette wurde dicht mit einem 
Teflon-Stopfen und unter Verwendung von Parafilm® verschlossen, bevor diese in einem 
genau passend zugeschnittenen Kupferblock eingebracht wurde. Das Kupfer dieses Blocks ist 
mit einem wassergekühltem Peltier-Element verschraubt. Eine dünn aufgetragene Schicht 
Wärmeleitpaste zwischen den Bauteilen sorgte für eine möglichst schnelle Wärmeleitung 
bzw. Temperatureinstellung während der Experimente.  
Der Messaufbau ist in folgender Abbildung schematisiert: 
 
Abbildung M16: Schematischer Messaufbau der thermostatisierten Raman-Messungen von 
Lysozym. 
 
Ein Objektiv mit 50-facher Vergrößerung und besonders großem Arbeitsabstand (CF Plan 
ELWD, NA 0,55, Nikon) ermöglicht die Fokussierung in die Küvette mit der Probenlösung. 
Ein Temperatur-Sensor (Pt 1000) ist so nah wie möglich an der Probe und der Messposition 
angebracht, der von dem Peltier-Steuerelement (TC 3215, CoolTronic) ausgelesen wird. Das 
Steuerelement ist zudem mit einem Mess-PC über eine RS232-Schnittstelle verbunden und 





dicken Styropor-Schicht umhüllt. Diese Isolationsschicht ist weiterhin zur Reflexion der 
Wärmestrahlung noch mit Alufolie verkleidet. 
Die Temperatur ließ sich im gewählten Temperaturbereich von 25-80 °C bis auf 0,5 °C genau 
einstellen. Der Fehler der absoluten Temperatur wird daher auf 'T   r1 K eingeschätzt. Vor 
jeder Raman-Messung wurde die Temperatur für mindestens eine Stunde äquilibriert. Nach 
Einstellung und Äquilibrierung einer Temperatur wurden jeweils drei Spektren (30 s, 10 Co-
Additionen, 50 mW) aufgenommen, miteinander verglichen und schließlich gemittelt, da sich 
keine signifikanten Abweichungen der Einzelspektren ergaben. Für die Gleichgewichtstests 
(vgl. Ergebnisteil), wurde nach jeder temperaturabhängigen Messung wieder zur 










4. Ergebnisse und Diskussion 
 
4.1 Ligandenaustausch an kolloidalen Oberflächen 
 
Die Stabilisierung von Nanopartikeln ist prinzipiell notwendig, um Agglomeration[215] zu 
verhindern. Ein Kolloid kann sowohl elektrostatisch[216], als auch durch sterisch wirksame 
Liganden auf der NP-Oberfläche, z.B. durch Polymere wie PVP (Polyvinylpyrrolidon), 
stabilisiert werden. Eine sterisch stabilisierende Schicht auf Nanopartikeln lässt sich aber 
aufgrund des Chelateffektes schlecht wieder entfernen bzw. austauschen, um andere 
Funktionalisierungen zu ermöglichen. Die elektrostatisch stabilisierende Ligandenhülle lässt 
sich grundsätzlich besser substituieren und wurde auch hier gewählt, um zu zeigen, wie gut 
sich die ursprünglichen Liganden aus der Synthese gegen neue, potentiell bessere 
Stabilisatoren austauschen lassen. Diese Information lässt sich mit der SERS-Spektroskopie 
hervorragend abfragen. 
Als Modellsystem wurde hierbei ein gut bekanntes Kolloid[72], ähnlich zu dem von P.C. Lee 
und D. Meisel[205], verwendet. Die enthaltenen Citrationen des Kolloids wurden mit dem 
häufiger eingesetzten Tri-(natrium-meta-sulfonatophenyl)-phosphan (TPPTS) 
ausgetauscht[217,218], das ebenfalls wie das Citrat drei Säuregruppen enthält, die die kolloidale 
Stabilität erhöhen können. Daher sollte das TPPTS auf den Oberflächen prinzipiell eine 
vergleichbare Ladung pro Einheit aufweisen, wenn man davon ausgeht, dass die 
Säuregruppen durch deren Bindung zur Oberfläche deprotoniert sind. Weiterhin besitzt das 
TPPTS in Summe mehr freie Valenzen als das Citrat, mit denen eine stärkere Koordination zu 
der Oberfläche erfolgen kann. 
Das verwendete Kolloid wurde zunächst in einem Waschschritt mittels Ultrazentrifugation 
(20000 rpm; 29400 g; 15 min) in ein NP-enthaltendes Pellet und einen dekantierbaren 
Überstand getrennt. Anschließend wurden die Partikel mit Wasser bis zum ursprünglichen 
Volumen redispergiert. Erst danach wurden die 10 mL-Aliquots mit einer TPPTS-
Stammlösung zu einem Endvolumen von 11 mL verdünnt und für 16 h bei 21 r 1 °C 
äquilibriert. Diese Vorgehensweise ist deswegen sinnvoll, da so zunächst die gelösten Salze 
aus der Synthese entfernt werden, bevor das TPPTS (Trinatriumsalz) zugegeben wird. 
Außerdem wird dadurch ein Teil des im Gleichgewicht mit den Oberflächen vorliegenden 
Citrats vorab mit dem Überstand entfernt, so dass zu dessen Substitution nicht mehr so viel 




TPPTS benötigt wird. Vorversuche dazu haben nämlich gezeigt, dass ohne diesen 
Waschschritt nicht nur mehr TPPTS zum Austausch benötigt wird, sondern das Kolloid bei zu 
hohen Ionenstärken destabilisiert wird. Abbildung E1 zeigt einen geeigneten Ausschnitt der 
bei 12 mW Laserleistung (488 nm) und 30 s Integrationszeit gemessenen Spektren: 
 
Abbildung E1: Relevante Bereiche der SERS-Spektren eines gewaschenen Ag-Kolloids mit 
verschiedenen TPPTS-Konzentrationen. 
 
Die breite Bande zwischen 900 und 980 cm-1 korrespondiert mit dem Citrat (C-COO 
Valenzschwingung[219-221]) und die Bande um 994 cm-1 repräsentiert die 
Ringatmungsschwingung des TPPTS[222,223]. Aus diesen Spektren lässt sich ablesen, dass das 
Citratsignal mit zunehmender TPPTS-Konzentration abnimmt, während hingegen das TPPTS-
Signal parallel zunimmt. Diese Ergebnisse dokumentieren eindeutig den Austausch von 
oberflächengebundenem Citrat mit TPPTS in Abhängigkeit von der zugesetzten TPPTS-
Menge. Außerdem lässt sich dadurch belegen, dass sich keine signifikanten Citratmengen bei 
TPPTS-Konzentrationen größer als 96 μmol/L mehr auf den NP-Oberflächen befinden, denn 
die oberflächengebundene Citratmenge ist hier bereits unterhalb der Nachweisgrenze dieser 
ultrasensitiven Methode. Weiterhin lässt sich aus der schnellen Zunahme des TPPTS-Signals 
bei sehr niedrigen Konzentrationen eine hohe Affinität (μM) des TPPTS zu den Oberflächen 




der AgNP schließen. Diese hohe Affinität von TPPTS zu Silber und seine Fähigkeit, das 
Citrat zu substituieren ist gleichfalls in guter Übereinstimmung mit dem HSAB-Konzept (hard 
and soft acids and bases)[211], das eine bessere Kombination zwischen der weichen Lewis-
Säure Silber und dem weicheren Phosphor (Lewis-Base) voraussagt, da das Citrat mit seinen 
Sauerstoffatomen den härteren Bindungspartner (Lewis-Base) darstellt. 
Aus dieser Darstellung lässt sich aber kein komplettes Bild über die Sorptionsgleichgewichte 
der um die Oberflächenplätze konkurrierenden Citrat- und TPPTS-Moleküle gewinnen. Da 
beide Liganden unterschiedliche Größen und SERS-Effizienzen besitzen, ist es sinnvoll die 
Intensitäten auf ihr jeweiliges Maximum zu normieren, um sie miteinander vergleichen zu 
können. 
 
Abbildung E2: Normierte Intensitäten (I/Imax) der Citrat- (schwarz) und TPPTS-Signale (rot). 
Ein Ausschnitt zeigt den TPPTS-Signalverlauf bis zur Sättigung (Linie dient zur 
Verdeutlichung). Die Fehlerbalken repräsentieren die zugehörigen Signal-Rausch-
Verhältnisse im jeweiligen Wellenzahlbereich. 
 
Aus dieser Abbildung ist eine exponentielle Abnahme der Citrat-Konzentration ersichtlich. 
Da durch den Waschschritt bereits viel Citrat entfernt wurde und man beim Anfangswert nicht 
von einer vollständigen Oberflächenbesetzung (Monolage) ausgehen kann, kann dieser 




Signalverlauf ebenso gut den unteren Teil einer Sigmoidalen darstellen, wie es für 
Sorptionsgleichgewichte typisch ist. Beim TPPTS hingegen ist diese sigmoidal verlaufende 
Bindungskurve bis zu einer Konzentration von 160 μmol/L deutlicher zu erkennen (vgl. 
Ausschnitt) und indiziert gleichfalls den Sättigungsbereich. Ungewöhnlich ist, dass die 
Intensität trotz zunehmender TPPTS-Konzentration wieder abnimmt und sich anscheinend auf 
ein niedrigeres Niveau einpendelt. Das deutet darauf hin, dass sich der kolloidale Zustand 
verändert, der die SERS-Effizienz maßgeblich beeinflusst. Die parallel zu den SERS-
Messungen bestimmten Größenverteilungen belegen die Veränderung des Kolloids: 
 
Abbildung E3: Partikeldurchmesser aus der BMNS-Messung. Ungewaschen: NP aus der 
ursprünglichen Synthese vor Aufreinigung durch Ultrazentrifugation und Redispersion. 
Gewaschen: NP nach Redispersion und Zugabe von TPPTS. 
 
Die Größeninformation aus Abbildung E3 zeigt anfänglich einen leichten Anstieg der NP-
Durchmesser nach dem Waschen. Bei höheren TPPTS-Konzentrationen lässt sich eine 
Abnahme der NP-Größe innerhalb der Fehlergrenzen erkennen, bis schließlich wieder die 
initiale Größe erreicht wird. Diese Konvergenz übereinstimmt mit dem Bereich, in dem kein 
Citrat mehr auf den Oberflächen detektiert werden kann. Die Ursachen für dieses Verhalten 
können nicht zweifelsfrei interpretiert werden. Eine Erklärung könnte sein, dass das 




Redispergieren einige Agglomerate erzeugt hat, die nicht durch Citrat stabilisiert und 
aufgebrochen werden können. Erst wenn die TPPTS-Konzentration ausreichend groß ist, die 
Partikel also großflächig mit TPPTS bedeckt sind, bilden sich die Agglomerate zu Partikeln 
ihrer Ausgangsgröße zurück. Diese Interpretation wird gestützt durch das Verhalten der 
ungewaschenen Partikel im Kontrollexperiment, in dem grundsätzlich größere Partikel und 
Verteilungsbreiten gemessen wurden. In diesem Experiment kamen nämlich deutlich größere 
Ionenstärken vor, die das Kolloid destabilisieren und indirekt dafür sorgen, dass das Citrat 
nicht vollständig von den Oberflächen entfernt werden kann. Insbesondere durch die hohen 
Verteilungsbreiten der NP-Größen, konnten mit den ungewaschenen Partikeln auch keine 
konsistenten SERS-Daten gesammelt werden. 
Um noch mehr Informationen über das Adsorptionsgleichgewicht zu erhalten, müssen 
zunächst einige Berechnungen vorangestellt werden: Die Elementaranalyse (AAS, Thermo 
Electron M-Series) ergab, dass von dem zu 0,17 g/L eingesetzten Silbernitrat noch eine 
Silberkonzentration von 8,26 mg/L[170] nach dem Waschen übrig blieb, was einem Umsatz 
von etwa 8 % entspricht. Wenn man weiter eine einheitliche Kugelgeometrie mit einem 
Radius von 38 nm annimmt, so erhält man unter Berücksichtigung der Dichte von Silber 
(10,49 g/cm3) etwa 51012 Partikel für eine Ansatzgröße von 200 mL. Da sich aus 
geometrischer Betrachtung des TPPTS eine Fläche von ungefähr 0,54 nm2 ergibt, passen etwa 
8400 Moleküle TPPTS auf einen NP. Prinzipiell ist daher eine TPPTS-Konzentration von 
0,35 μmol/L ausreichend, um alle Partikel im Ansatz vollständig zu bedecken (Monolage). So 
gesehen liegt bei der Konzentration, die kein Citratsignal mehr enthält (96 μM), ein etwa 300-
facher Überschuss an TPPTS für eine Monolagenbedeckung vor. 
Weiterhin kann man für das Gleichgewicht von TPPTS zwischen der Lösung und den 
nanopartikulären Oberflächen eine Adsorptionsisotherme ansetzen, die sich mit einer Hill-
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In dieser Gleichung ist N die Anzahl der oberflächengebundenen Moleküle, Nm die maximale 
Anzahl an oberflächengebundenen Molekülen (Monolage), c die eingesetzte Konzentration 
des Adsorbats (hier TPPTS), KD die Dissoziationskonstante und n der Hill-Koeffizient. Für 




n   1 geht Gl. (38) in die Langmuir-Isotherme über (nicht-kooperatives Binden).[27] Kleinere 
bzw. größere Werte als eins indizieren anti-kooperatives bzw. kooperatives Binden.[27] Nach 
Izquierdo-Lorenzo et al.[227] lässt sich das mit dem Bedeckungsgrad T identische Verhältnis 
N/Nm mit dem Quotienten aus der konzentrationsabhängigen SERS-Intensität Is und der 








T         (39) 
 
Mit Hilfe dieser Gleichungen lässt sich nun die Gleichgewichtskonstante für die Desorption 
KD gewinnen, wenn man den Bedeckungsgrad gegen die logarithmische TPPTS-
Konzentration[27,228] aufträgt: 
 
Abbildung E4: Auftragung des Bedeckungsgrades gegen die logarithmische TPPTS-
Konzentration. Die Linie stellt eine Hill-Anpassung (R2| 0,99) dar. 
 
Der aus der Anpassung hervorgegangene Hill-Koeffizient indiziert ein kooperatives Binden, 
was angesichts der Ladung des TPPTS in Lösung (Trianion) und der damit verbundenen 
Repulsion zunächst keinen Sinn ergibt. Allerdings sorgen die freien Valenzen der geladenen 
Gruppen auch für eine Bindung zur Oberfläche, die deren Ladung delokalisiert. Außerdem 




wird das Kolloid durch eine größere Bedeckung mit TPPTS stabilisiert, was einen 
thermodynamischen Beitrag zum Gesamtsystem entrichtet. Durch diese Effekte könnte der 
Hill-Koeffizient größer als eins werden. Weiterhin ist die zu 57 μM bestimmte 
Dissoziationskonstante MHGRFK QXU HLQH ³VFKHLQEDUH³ *U|H ZHQn man bedenkt, dass die 
Oberfläche vor der TPPTS-Zugabe bereits teilweise mit Citrat bedeckt war. Zusätzlich fällt 
das TPPTS-Signal ab einer Konzentration von 160 μmol/L wieder ab. Dies könnte dadurch 
erklärt werden, dass sich die Adsorptionsgeometrie der TPPTS-Moleküle ändert sobald die 
freien Oberflächenplätze austitriert sind, was bei einer kritischen Konzentration (ccrit) von 
ungefähr 150 μmol/L der Fall sein könnte. Dabei könnten sich die Moleküle ähnlich 
aufrichten, wie es in nachfolgender Abbildung von links nach rechts gezeigt ist: 
       
 
 
Abbildung E5: Mögliche Adsorptionsgeometrien des TPPTS auf den NP-Oberflächen, von 
kleiner Konzentration (links) zu großer Konzentration (rechts). 
 
Durch das Aufrichten würden sich die für die Ringatmungsmode verantwortlichen 
Phenylringe im Durchschnitt deutlich weiter von der Oberfläche befinden, was zu einer 
Verringerung des stark distanzabhängigen SERS-Signals führen würde. Zusätzlich können 
durch die aufrechte Orientierung mehr TPPTS-Teilchen auf den Oberflächen adsorbieren, da 
sich der Platzbedarf entsprechend verringert. 
Abschließend lässt sich sagen, dass die Bestimmung der scheinbaren Desorptionskonstante, 
insbesondere vor dem Hintergrund der sich ändernden Größenverteilungen,  nicht ausreichend 
abgesichert ist. Daher kann dieser KD-Wert lediglich als Anhaltspunkt bzw. als 
Vergleichswert dienen, solange keine Werte aus anderen Methoden bekannt sind.
cTPPTS < ccrit  Silberoberfläche  cTPPTS t ccrit 




4.2 Adsorptionsgeometrien in Abhängigkeit vom Dissoziationsgrad1 
 
Im vorangegangenen Kapitel wurde deutlich, dass Adsorptionsgeometrien in SERS-
Messungen diskriminiert werden können bzw. wie wichtig sie für deren Interpretation sind. 
Das Verständnis und die Bestimmung von Adsorptionsgeometrien auf nanostrukturierten 
metallischen Oberflächen ist ein wichtiger Aspekt in vielen Bereichen der Forschung, 
insbesondere in denen, die sich mit Katalyse[229-232], Oberflächen-[232-234] und Nano-
Wissenschaften[26,27,55,235-238] beschäftigen.[239] Da Proteine ebenfalls Carbonsäuregruppen 
enthalten und diese eine wichtige Rolle bei deren Adsorption auf NP-Oberflächen spielen, wie 
sich im späteren Verlauf dieser Arbeit zeigen wird, wurden die isomeren Dicarbonsäuren 
Malein- und Fumarsäure als Modellsubstanzen gewählt. Da Kolloide im gewünschten pH-
Bereich nicht durchweg stabil sein können, wurde eine ebenfalls SERS-fähige 
nanostrukturierte Silberoberfläche verwendet, um die Abhängigkeit der 
Adsorptionsgeometrien vom Dissoziationsgrad der eingesetzten Modellsubstanzen zu 
studieren. Die jeweiligen pH-Werte dazu wurden mit NaOH und HNO3 (1 M) eingestellt.  
Es sind zwar zahlreiche Studien über die Adsorption von Carbonsäuren auf Metall- oder 
Metalloxid-Oberflächen bekannt[240-249], jedoch sind diese eher auf das Elektrodenpotential 
fokussiert[245-249], als auf den Einfluss des pH-Wertes auf die Adsorptionsgeometrien kleiner 
ungesättigter Carbonsäuren auf nanorauen Metalloberflächen, über den weniger bekannt 
ist.[239] Eingehend ist es für die Deutung der Ergebnisse wichtig zu wissen, dass metallische 
NP oder nanostrukturierte Metalloberflächen nicht ausschließlich nur einen metallischen 
Charakter aufweisen, denn sie sind unter Standardbedingungen dem Luftsauerstoff (a9 mg/L 
bei 293 K)[250] ausgesetzt.[239] Der Sauerstoff sorgt durch die Bildung von Metalloxid-Spezies 
daher für eine Passivierung oder kontinuierliche Korrosion der Metalloberfläche.[239] Im Falle 
des verwendeten Silbers können diese Spezies AgO, Ag2O und Ag3O[251] sein, wobei das stark 
basische AgO in Gegenwart von Wasser zu AgOH konvertiert wird (pI   10,4)[252]. 
Carbonsäuren können prinzipiell als Anion auf Silberoberflächen chemisorbieren.[253] Es 
wurden bisher auch viele mögliche Konformationen auf verschiedenen Substraten[254,255] 
dabei angenommen.[239] Entscheidend hierbei ist, dass man dabei die Verschiebung der 
Banden ȞasCO2 XQG ȞsCO2 nutzen kann, um die Koordination der Carbonsäure auf den 
                                                 
1
 Die Ergebnisse in diesem Kapitel (inklusive Unterkapitel) sind in enger Zusammenarbeit mit Jean Pascal 
Schulte entstanden und in einer gemeinsamen Veröffentlichung[239] zusammengefasst. 




Oberflächen zu analysieren.[256] Die jeweiligen Wellenzahlen im Raman-Spektrum hängen 
dabei natürlich nicht nur von Moleküleigenschaften wie Größe, Oxidationszustand oder 
Funktionalisierung ab, sondern auch vom eingesetzten Metall oder Metalloxid und der Art der 
Ligandenkoordination, wie quantenchemische Rechnungen[256] demonstrieren.[239] Bei der 
Koordination der Dicarbonsäurederivate zur Oberfläche kann zwischen einem Unidentat, 
Bidentat, einem chelatisierenden Bidentat oder einer verbrückenden Variante unterschieden 
werden, die je nach ihrer Orientierung noch feiner in syn±syn-, syn±anti- und anti±anti-
Konfigurationen[257] unterteilt werden können.[239] Um eine grobe Einschätzung aufgrund der 
spektralen Separation machen zu können, sind einige empirische Regeln in der folgenden 
Tabelle zusammengefasst:[239] 
 
Tabelle E1: Unterschiede in der Oberflächenkoordination dissoziierter Dicarbonsäuren, 





Koordination Wellenzahlseparation '(Qas ± Qs) 
unidentat[258] ' unidentat > ' freies Ion 
bidentat ' bidentat < ' verbrückend oder freies Ion 
verbrückend ' verbrückend a ' freies Ion 
bidentat chelatisierend ' bidentat chelatisierend << ' freies Ion 
 
Weiterhin ist es für die Interpretation der Ergebnisse unablässig die jeweiligen Anteile der 
undissoziierten und dissoziierten Spezies in dem Experiment zu kennen. Da diese sich nur 
schwer parallel messen lassen, ist es hilfreich diese unter der Annahme idealen Verhaltens zu 
berechnen. Zunächst betrachtet man die beiden Protolyseschritte der undissoziierten Säure 
H2A: 




2 3HA + H O   H O + A
  
 
Ausgehend von diesen Gleichungen kann man das Massenwirkungsgesetz nutzen, um die 
Gleichgewichtskonstanten der einzelnen Protolysestufen anzugeben, wobei die sich kaum 



















Unter Berücksichtigung dieser Kontanten lässt sich die Gesamtkonzentration aller Spezies Ct 
folgendermaßen berechnen:[259] 
 2 23 a1 3 a1 a2 2
3
[H A]




Diese Gesamtkonzentration und die Gleichgewichtskonstanten lassen sich nun nutzen, um 





3 a1 3 a1 a2
[H O ]
= [H O ] K [H O ]+K KF

   
a1 3
2HA
3 a1 3 a1 a2
K [H O ]
= [H O ] K [H O ]+K KF 





3 a1 3 a1 a2
K K
= [H O ] K [H O ]+K KF     
Mit den jeweiligen pK-Werten (  log10Ka) der Säuren ergeben sich dann folgende pH-
abhängige Verläufe für die einzelnen chemischen Spezies: 
 
Abbildung E6a: Theoretischer Ansatz für die pH-abhängige Verteilung der drei 
unterschiedlich geladenen Spezies von Maleinsäure (MEA) und Fumarsäure (FMA). Die 
schwarzen Pfeile indizieren die pH-Werte, bei denen gemessen wurde (die Kurven wurden 
unter Annahme idealen Verhaltens erstellt[259]).[239] 




Nun sind die beiden Isomere Maleinsäure und Fumarsäure mit Ausnahme ihrer Konfiguration 
einander chemisch recht ähnlich und sollten ähnliche spektrale Merkmale aufweisen. Um den 
Einstieg in die vom pH-Wert und von der Adsorptionsgeometrie stark abhängigen SERS-
Spektren zu erleichtern, sind nachfolgend die zur späteren Analyse verwendeten Bereiche der 
Raman-Spektren der Reinstoffe in Lösung unter basischem pH-Wert gezeigt: 
 
Abbildung E6b: Raman-Spektren von unter alkalischen Bedingungen (1 M NaOH) 
gesättigten Maleinsäure- und Fumarsäure-Lösungen. 
 
Da die beiden Dicarbonsäuren unter stark basischen Bedingungen gemessen wurden, kann 
man jeweils von Dicarboxylaten ausgehen. Eine Beteiligung mono-anionischer und nicht-
deprotonierter Spezies wird daher ausgeschlossen (vgl. Abb. E6a). Die spektralen 
Zuordnungen sind daher trivialer als für Systeme gemischter Spezies. Sie sind in der 








Tabelle E2: Raman-Wellenzahlen und tentative Zuordnungen der Schwingungsmoden von 
Malein- und Fumarsäure-Lösungen, gesättigt unter alkalischen Bedingungen (1 M NaOH). 
ࣇ෤  [cm-1] Maleat ࣇ෤  [cm-1] Fumarat 
889 QC±CO2[260-263] 899 GCH oop[260,264,265] 
998 GC±CO2[260] 979 QC±CO2[260,265] 
1213 GCH[260] 1279 GCH ip[264-266] 
1388 QsCO2[84,260] 1402 QsCO2[260,264] 
1616 QasCO2[84,260] 1573 QasCO2[84,260] 
1639 QC C[84,260] 1656 QC C[84,260] 
1697 QC O[84,260] 1702 QC O[84,260] 
Abkürzungen: Q: Valenzschwingung (die Indizes s und as kennzeichnen die symmetrische bzw. asymmetrische 
Mode), G: Deformationsmode, ip: in der Ebene (in plane), oop: aus der Ebene heraus (out of plane), sh: Schulter 
(shoulder). 
 
Einerseits demonstrieren die Spektren die chemische Reinheit der Ausgangschemikalien, 
insbesondere durch die CH-Deformationsschwingungen. Andererseits wird anhand dieser 
Spektren deutlich, wie gravierend sich die geringfügigen Unterschiede der Stoffe in ihrem 
Schwingungsspektrum ausprägen. Eben diese spektralen Unterschiede lassen sich auch für 





In einem pH-Bereich zwischen 1 und 10 wurden zehn SERS-Spektren des Z-Isomers der 
Butendisäure mit jeweils 5 s Aufnahmezeit bei 488 nm Wellenlänge (20 mW) und 30 Co-
Additionen gemessen. Um eine bessere Vergleichbarkeit der Daten zu ermöglichen, sind die 
Spektren jeweils auf ihr Maximum normiert. Die folgenden Spektren demonstrieren, dass die 
spektralen Merkmale, die vor allem aus Adsorptionsgeometrie und Protolysegrad 












Abbildung E7: pH-abhängige Reihe der SERS-Spektren von Maleinsäure auf einer 
nanostrukturierten Silberoberfläche.  
 
Eine Tabelle mit den spektralen Zuordnungen ist nachfolgend gegeben: 
 




Tabelle E3: Raman-Wellenzahlen und tentative Zuordnungen der Schwingungsmoden von 
Maleinsäure auf einer nanostrukturierten Silberoberfläche. 
ࣇ෤  [cm-1] Zuordnung Label 
240 QAg±O mit RCO2[267,268] 
 
330 GC±CO2 ip[260,269] 
a400 GCO oder GCO2[260,269] 
475 rCO2 und/oder GCO, wCO2[260,269] 
550 rCO2 und/oder GCO, wCO2[260,269] 
626-616 wCO2[260] A 
679 GCO2 oop[268], GCC O[270] 








1195 GCH[260] C 
1303-1295 GCH[84,260,268] D 
1352 GCH+GOH[269], QsCO2[84] 
 
1376 QsCO2[84] 
1394 GOH + QC±O 
1418 QsCO2







1591 QasCO2[84] und/oder QC C[273] 
E 1618 QC C[273] und/oder QC O[84] 
1632 QC C[273] und/oder QC O[84] 
Abkürzungen: Q: Valenzschwingung (die Indizes s und as kennzeichnen die symmetrische bzw. asymmetrische 
Mode), G: Deformationsmode, ip: in der Ebene (in plane), oop: aus der Ebene heraus (out of plane), sh: Schulter 
(shoulder), r: Schaukelschwingung (rocking), w: Kippschwingung (wagging). Das tiefgestellte S-d indiziert die 
Wechselwirkung eines S-Systems mit den d-Orbitalen eines Metalls.  
 
Es sind nur wenige aussagekräftige Schwingungen unter einer Wellenzahl von 600 cm-1 zu 
beobachten. Diese sind hauptsächlich Deformationsschwingungen der Carboxylatfunktion, 
und sie tauchen hauptsächlich erst ab einem pH-Wert von 7,5 auf.[239,260,269] Die Banden unter 
300 cm-1 müssen jedoch eingehender diskutiert werden. 




Die Bande um 150 cm-1 ist in allen Spektren relativ konstant vertreten und könnte durch 
Phononen der Ag-Nanostrukturen verursacht werden.[239,274-277] Da diese Bande und ihre 
Zusammensetzung nicht genau zugeordnet werden kann und ebenso wenig charakteristisch 
ist, können auch keine weiteren Schlüsse aus ihrer variablen Ausprägung gezogen werden.  
Generell kann die breite Bande um 150 cm-1 auch den Metall-Adsorbat-Schwingungen[267,268] 
zugeordnet werden, insbesondere denen mit Sauerstoff-Bindung (QAg±O).[239] Allerdings 
müssen die Schwingungen von Ag±O nicht notwendigerweise Silberoxiden zugeordnet 
werden, sondern können ebenso gut aus Komplexen der Carboxylatgruppen mit der 
Silberoberfläche hervorgehen.[239] Vermutlich tragen Silberoxide wie AgO und Ag2O aber 
auch zu dieser Bande bei, wobei allerdings andere typische Raman-Merkmale des AgO[278-280] 
fehlen.[239] Das SERS-aktive[281,282] Ag2O existiert bei Normalbedingungen jedoch nur bei pH-
Werten größer als 7[283] und besitzt nur relativ kleine Raman-Streuquerschnitte[278,279].[30] 
Daher wird dieser Bande hauptsächlich Schwingungen zugeordnet, die aus den Adsorbaten 
mit Silber generiert werden. 
Die Banden bei 626 cm-1 und 908 cm-1(s. A und B in Abb. E7) zeigen ein recht ähnliches 
Verhalten gegenüber dem pH-Wert. Sie tauchen bei pH 2 relativ intensiv auf, verschwinden in 
Richtung pH 5 und steigen danach wieder an. Ab pH 9,5 scheint sich die Bande um 908 cm-1 
aufzuspalten und die um 626 cm-1 verschiebt sich in ihrem Maximum nach 616 cm-1, wobei 
auch hier eine Aufhebung der Entartung zu vermuten ist. Die letztere Bande stammt 
vermutlich von einer wCO2-Mode[260], während die benachbarte Bande bei 679 cm-1 den 
Deformationsmoden vonGCO2[268] oder GCC O[270] zugeordnet werden kann. Da diese 
Bande im Lösungsspektrum nicht eindeutig zu erkennen ist (vgl. Abb. E6b), könnte sie der 
letzteren Schwingung zugeordnet werden.[239] Demnach würden sich die beiden 
Sauerstoffatome  in der einen Carboxylatgruppe unterscheiden. 
Die Bande um 908 cm-1 verschiebt sich im Basischen ebenfalls zu kleineren Wellenzahlen, 
wie folgende Abbildung belegt: 





Abbildung E8: Spektrale Ausschnitte der pH-abhängigen Reihe der SERS-Spektren von 
Maleinsäure auf einer nanostrukturierten Silberoberfläche.  
 
Diese Bande wird der CCO2-Valenzschwingung[240,260] zugeordnet. Sie ist eine der stärksten 
Banden im Spektrum, wie es für CC-Schwingungen im Raman-Spektrum üblich ist, und sie 
wird im übrigen auch bei der Interpretation von Proteinspektren hilfreich sein. Zusätzlich 
könnten Schwingungen in diesem Bereich auch Deformationsmoden des Carboxylats oder 
wCH-Moden zugeordnet werden, die z.B. aus SERS-Messungen von Acrylsäure oder von 
charakteristischen Raman-Signalen der cis-(sat)±CH CH±(sat)-Vinylenen bekannt 
sind.[84,239,263] Durch diese Schwingungen oder durch kleine Unterschiede in der 
Oberflächenorientierung bzw. verschiedenen Ag±Ag-Abständen könnte man zumindest das 
Auftreten der Schulter erklären.[239] Diese Schulter lässt ebenfalls eine doppelte Bidentat-
Konformation bzw. verbrückende Anordnung bei höheren pH-Werten vermuten. 
Die kleine Bande bei 1195 cm-1 taucht erst im Basischen auf (vgl. C in Abb. E7 und 
Abb. E6b) und repräsentiert eine GCH-Schwingung[260]. Die gesteigerte Aufspaltung dieser 
Bande weist darauf hin, dass auch der energetische Unterschied der olefinischen Wasserstoffe 
erhöht wurde.[239] 




Die Bande bei 1295 cm-1 (D) entwickelt sich ebenfalls erst deutlich im basischen Medium (ab 
pH 8), wo sie sich zur prominentesten Bande im Spektrum entwickelt und eine deutliche 
Separation aufweist. Es handelt sich hierbei um eine Deformationsmode der beiden CH-
Valenzen.[84,260,268] Im Sauren ist diese Bande nur sehr schwach bei pH 2 zu finden und 
scheint dort entartet zu sein. Bei pH 7,5 ist diese zwar auch vorhanden und besitzt keine 
Aufspaltung, aber sie ist deutlich gegenüber der im Sauren verschoben, was auf eine andere 
Oberflächenkoordination hinweist. Dies belegt zudem, dass beide CH-Bindungen äquivalente 
chemische Verhältnisse besitzen, also entartet sind. Gegenteiliges gilt für die CH-Bindungen 
bei hohem pH-Wert, mit dem eine Adsorptionsgeometrie forciert wird, in der diese 
Bindungen nicht mehr energiegleich sind. Die Intensität dieser Banden und die ausgeprägte 
Bandenseparation sprechen einerseits für eine große Oberflächennähe, andererseits für eine 
monodentate Bindung auf der einen Molekülseite und ein verbrückendes Bidentat auf der 
anderen Seite. Außerdem müssen diese CH-Bindungen eine eher senkrechte Orientierung zur 
Oberfläche haben, da eine maximale Raman-Verstärkung erreicht wird, wenn sich deren 
Polarisierbarkeitstensor ebenfalls senkrecht zur Oberfläche befindet.[284-286] Dies muss 
natürlich für die eine CH-Bindung mehr zutreffen als für die andere, da keine freie 
Drehbarkeit um die C C-Achse gegeben ist. 
Direkt benachbart zu diesen CH-Moden liegen zwei Banden ähnlicher Intensität (linksseitig 
von D), deren Intensität ebenfalls erst im stark Basischen nennenswert groß wird. Die Bande 
bei 1352 cm-1 geht vermutlich aus der Kombinationsschwingung von GCH und GOH[269] 
hervor, was angesichts der gesteigerten verfügbaren Menge an Hydroxidionen auf der 
Oberfläche, die das Adsorbat via Wasserstoffbrückenbindung stabilisieren, verstanden werden 
kann.[239] Alternativ oder zusätzlich könnten diese beiden Banden den symmetrischen 
Streckschwingungen der Carboxylgruppen zugehörig sein, die weiterhin die chemische 
Verschiedenheit der beiden Molekülenden anzeigen. 
Weiterhin sind mehrere kleine und breite Banden im Bereich zwischen 1400 cm-1 und 
1600 cm-1 vorhanden, die sich wahrscheinlich aus QCO- und/oder QCO2-Schwingungen 
zusammensetzen und charakteristisch für diesen Bereich sind.[239] Ungewöhnlich ist nur, dass 
die QasCO2-Schwingungen relativ schwach sind verglichen mit dem Raman-Spektrum im 
alkalischen Milieu. Und umgekehrt sind die QsCO2-Schwingungen im Basischen deutlich 
stärker ausgeprägt als im Bereich um pH 7,5. Dies weist weiterhin auf eine gravierende 
Änderung in der Oberflächenorientierung hin, die folgendermaßen verstanden werden kann: 




Da die Bande bei 1591 cm-1 bei pH 7,5 relativ gut aufgelöst ist und wahrscheinlich durch 
QasCO2-Schwingungen verursacht wird, kann auf eine relativ große Ähnlichkeit der beiden 
Carboxylatgruppen geschlossen werden. Angenommen, es handelt sich hierbei um ein 
Monodentat der beiden Carboxylgruppen auf beiden Seiten des Maleat-Dianions. Wenn man 
nun von einem harmonischen Oszillator ausgeht, bei dem man sich die Massenschwerpunkte 
im Maleat mit Federn verknüpft vorstellt; so müsste durch die einseitige 
Oberflächenanbindung die symmetrische Valenzschwingung des Carboxylates maßgeblich 
gestört werden. Eine gleichmäßige Verschiebung der Kerne wäre dann in dieser Normalmode 
einseitig mit einem größeren Kraftaufwand verbunden, denn die oberflächengebundenen 
Kerne besitzen eine ungleich größere reduzierte Masse. Bei hohen pH-Werten werden eben 
diese QsCO2-Schwingungen nicht mehr behindert, da das Maleat dort mit mindestens einer 
Seite als Bidentat gebunden wird, wodurch gleichzeitig die Intensitäten der asymmetrischen 
Valenzschwingungen herab gesetzt werden, da deren entgegen gerichtete Kernbewegungen 
der beiden Carboxylatsauerstoffe gestört wird. In Summe müssten sich die Maleat-Moleküle 
auf der Oberfläche dazu aufrichten. Die Schwingungen der C C- (1618 cm-1, E) und CH-
Valenzen (1618 cm-1, D) bei pH 10 dokumentieren zudem dieses Verhalten, denn sie werden 
durch die senkrechtere Ausrichtung besser SERS-verstärkt.  
Wie bereits erwähnt, befinden sich im Basischen deutlich mehr Hydroxidionen auf der 
Oberfläche. Ausgehend von dieser Konkurrenzsituation kann man auch die Änderung der 
Adsorptionsgeometrie des Maleats verstehen, denn durch das Aufrichten werden mehr 
Oberflächenplätze frei für die Adsorption weiterer Ionen. Es kommt dadurch nicht unbedingt 
zur Aufladung der Oberfläche, sondern zu einer energetisch günstigen Verteilung von 
Ladungen über das Leitungsband des Silbers. Ein ähnliches Verhalten konnte auch bei den 
TPPTS-Messungen interpretiert werden, allerdings stand hier mit steigender Ionen-
Konzentration das TPPTS vor allem mit sich selbst in Konkurrenz und dies konnte vermutlich 
durch ein Aufrichten kompensiert werden (vgl. Abb. E5). 
Von pH 7,5 nach pH 8 fällt auf, dass eine Bandenverbreiterung erfolgt und sich die QasCO2-
Bande bei 1591 cm-1 hin zu kleineren Wellenzahlen verschiebt. Beide Beobachtungen weisen 
erneut auf einen Wechsel der bevorzugten Adsorptionsgeometrie hin. Die Banden bei 
1591 cm-1 und 1632 cm-1 (E in Abb. E7) könnten ebenfalls den QasymCO2-Schwingungen[84] 
zugeordnet werden, wobei die letztere eher zu einer QC C-Schwingung[273] passt, wie auch 
aus dem Lösungsspektrum deutlich wird (vgl. Abb. E6b und Tab. E2).  




Schwingungen der Carbonylfunktion (QC O) sind ansatzweise nur im stark sauren Medium 
zu erkennen. Das liegt vermutlich daran, dass die stark polare C O-Bindung einerseits nur 
geringe bis mäßige Streukoeffizienten besitzt. Andererseits könnte die Chemisorption die 
SERS-Effizienz durch Elektronendichte-Verschiebungen und -Delokalisationen noch weiter 
herabsetzen. Eine Adsorption mit den freien Elektronenpaaren am Sauerstoff der 
Carbonylgruppe ist ohnehin ungünstig, wenn gleichzeitig das größere und ladungstragende 
Orbital der Oberfläche angeboten wird. Durch die mit dem Zuwachs der Ladungszahl (-1) 
verbundene Orbitaldilatation am anderen Sauerstoffatom der Carboxylgruppe wird eine 
weichere Lewis-Base generiert als am freien Sauerstoffelektronenpaar der Carbonylgruppe. 
Somit würde man nach dem HSAB-Konzept eine bessere Kombination mit der weicheren 
Lewis-Säure Ag erhalten. Außerdem kann auf diese Weise die Gesamtladung des Systems 
besser verteilt werden, wodurch dieses Addukt thermodynamisch favorisiert wird. Diese kann 
jedoch nur zutreffen, wenn die Entartung der beiden Seiten der Carboxylgruppe durch ein 
inhomogenes äußeres Feld (z.B. die Ag-Oberfläche) aufgehoben wird. 
Aus den oben aufgeführten Schlussfolgerungen lassen sich nun Adsorptionsgeometrien 
schließen, die in folgender Abbildung zusammengefasst sind: 
 
 
Abbildung E9: Aus den SERS-Spektren abgeleitete pH-abhängige Adsorptionsgeometrien von 
Maleinsäure auf nanostrukturiertem Silber (modifizierte Wiedergabe nach Lit.[239]). 
 
In dem Spektrum bei pH 1 fällt auf, dass nur wenige intensitätsschwache Banden vorhanden 
sind. Außerdem fehlen charakteristische Moden der Carboxylate (z.B. 900 oder 1400 cm-1). 
Die Banden innerhalb der Markierung E (Abb. E7) könnten daher auch auf 
Valenzschwingungen der C C- oder C O-Bindungen zurückgehen. Jedenfalls kann ein 
derartiges Spektrum nur resultieren, wenn eine ausgeprägte Separation der Maleinsäure 
gegenüber der Oberfläche vorliegt. Eine Orientierung kann hier allerdings, angesichts der 




gesteigerten Dynamik der Solvathülle und dem mit der Distanz abfallenden Kraftfeld der 
Oberfläche, mit Sicherheit nicht angegeben werden. 
Nach Abb. E6a müsste bei einem pH-Wert von 5 das Monoanion dominant sein. Da bei 
diesem pH-Wert, ähnlich wie bei pH 1, kaum spektrale Merkmale auftauchen, kann ebenso 
auf eine große Oberflächenentfernung geschlossen werden. Der Effekt, dass das Monoanion 
in diesem pH-Bereich schlecht auf der Oberfläche adsorbiert, wird auf die Bildung einer 
stabilisierenden intramolekularen Wasserstoffbrückenbindung zurückgeführt, die auch den 
zweiten Protolyseschritt behindert und für einen deutlich höheren pKa2-Wert sorgt als bei der 
Fumarsäure.[239]  
Bei einem pH-Wert von 2 sticht die CCO2-Valenzschwingung jedoch deutlich hervor und 
kann ebenfalls dem Monoanion zugeordnet werden, das eine signifikant größere 
Oberflächennähe haben muss. Offenbar hat der pH-Wert hier einen großen Einfluss, denn bei 
dem niedrigen pH-Wert von 2 liegen relativ viele Hydroniumionen vor (c | 10-2 M), die die 
Oberfläche positiv aufladen bzw. funktionalisieren. Dies sorgt für eine elektrostatische 
Anziehung des Monoanions, mit dem die Überschussladung partiell ausgeglichen wird. 
Weiterhin weist die relativ intensiv auftretende CCO2-Mode stark darauf hin, dass sich die 
Bindungsachse senkrecht zur Raman-verstärkenden Oberfläche befindet. Mit steigendem oder 
neutraler werdendem pH-Wert geht die elektrostatische Komponente verloren und die 
chemische Affinität dominiert. 
Bei den höheren pH-Werten wurde bereits umfassend diskutiert, dass sich die bei pH 7,5 noch 
planar angeordnete Adsorptionsgeometrie hin zu pH 10 aufrichtet. Die Adsorptionsgeometrie 
bei pH 7,5 kann jedoch nicht ganz sicher als doppeltes Monodentat angegeben werden, denn 
die spektrale Separation der Valenzschwingungen der Carboxylate ist hier nicht größer als die 
beim freien Ion (vgl. Tab. E1 und E2), sondern eher kleiner, was auch auf ein doppeltes 
Bidentat hindeuten kann. Die Faustregeln aus Tab. E1 können ohnehin nur als Anhaltspunkt 
dienen, da es im SERS-Spektrum viele Faktoren geben kann, die für eine spektrale 
Verschiebung sorgen. 
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass die Oberflächenbelegung und die 
Adsorptionsgeometrien gut mit dem pH-Wert korrelieren. Dabei besteht vermutlich eine 
Tendenz, dass die nanostrukturierte Silberoberfläche den pKa1-Wert etwas herabsetzt. 






Bei der isomeren Fumarsäure wurden acht Spektren im Bereich zwischen pH 2 und pH 8 
aufgenommen, um deren dissoziationsabhängiges Adsorptionsverhalten zu studieren. Auch 
hier zeigt sich wie bei der chemisch verwandten Maleinsäure, dass sich die Spektren im 
sauren und basischen Medium deutlich voneinander unterscheiden. Im unteren 
Wellenzahlbereich (vgl. F in Abb. E10) befinden sich hauptsächlich 
Deformationsschwingungen der Carboxylatgruppe[260,264,265]. Die Bande bei 460 cm-1 könnte 
zudem auch einer R±C CH-Deformation[84] zugeordnet werden, denn bei pH 10 ist diese 
nicht mehr vorhanden, was auf eine Konformationsänderung hindeutet.[239]  
Da sich die Spektren im Sauren im Gegensatz zu denen im Alkalischen sehr ähneln, werden 
diese nachfolgend zuerst interpretiert. Die relativ breite und schwache Bande um 650 cm-1 
kann auf eine wCO2-Schwingung zurückgeführt werden. Dies allerdings kann nur erfolgen, 
wenn die Carboxylgruppen parallel zu den Oberflächen angeordnet sind und daher nur 
schlecht verstärkt werden, wie es auch schon von Moskovits und Suh[287] beobachtet 
wurde.[239]  
Die benachbarte Bande bei 740 cm-1 (G) ist hingegen besser aufgelöst und wird einer 
Scherschwingung des Carboxylates GCO2[260,265] zugeordnet. Darauf folgen die 
Deformationsschwingungen der CH-Gruppen[260,264,265] bei etwa 900 cm-1 (zwischen G und H) 
und die in allen Spektren vorhandenen charakteristischen QC±CO2-Schwingungen[260,265]. 
Dabei kann die beobachtete Bandenverbreiterung auf lokale oder geringfügige Unterschiede 
in der Oberflächenkoordination hindeuten.[239]  
In direkter Nachbarschaft befindet sich die leicht überlappende Bande bei 1040 cm-1, die 
vermutlich aus einer Kombinationsschwingung aus QCO und GOH hervorgeht. Diese Mode ist 
im sauren Bereich nur bei pH 2 gut aufgelöst und verschwindet aber nahezu mit 
steigendendem pH-Wert, was den zweiten Protolyseschritt indiziert. Hin zu noch höheren pH-
Werten verschiebt sich das Zentrum dieser Bande zu höheren Wellenzahlen. Allerdings kann 
man hier nicht mehr unbedingt von derselben Identität ausgehen, sondern von einer neuen 
Bande, die sich vermutlich aus Kombinationsschwingungen von QCC und QCO sowie QCOC-
Schwingungen zusammensetzt.[239] Dies ist ein Hinweis darauf, dass die Fumarsäure unter 
diesen Bedingungen polymerisiert, denn diese Schwingungen sind eigentlich eher von 




Copolymeren aus Ethylen- und Vinylalkoholen[265,269] bekannt.[239] Ähnliches gilt für die 
Bande bei 1160 cm-1 (I) im Basischen, die ebenso nicht im Spektrum der Fumarsäurelösung 
(vgl. Abb. E6b) gefunden werden kann und daher auch Schwingungen eines Polymers 
zugeordnet werden kann. 
 
Abbildung E10: pH-abhängige Reihe der SERS-Spektren von Fumarsäure auf einer 
nanostrukturierten Silberoberfläche.  
 




Die folgende Tabelle fasst mögliche spektrale Zuordnungen zusammen:  
 
Tabelle E4: Raman-Wellenzahlen und tentative Zuordnungen der Schwingungsmoden von 
Fumarsäure auf einer nanostrukturierten Silberoberfläche. 
ࣇ෤  [cm-1] Zuordnung Label 
240 QAg±O mit RCO2[267,268]  
335 GC±CO2 ip[260,264] 
F 
402 GCO2 oop 
460 rCO2[260,264,265], GC CH[84] 
502 rCO2[260,264,265] 
a650 wCO2[260]  
740 GsCO2[260,265] G 
897-903 GCH oop[260,264,265]  
a980 QC±CO2[260,265] H 
1040-1057 QCO + GOH[265,269]  







1390-1399 GOH + QC O, QsCO2[260,264] J 
a1540 Q(C C)S-d[84,271,272] oder QasCO2[290]  
1590 QasCO2[84,290], QasC±O[260,289] 
K 





1704 QC O[84] 
Abkürzungen: Q: Valenzschwingung (die Indizes s und as kennzeichnen die symmetrische bzw. asymmetrische 
Mode), G: Deformationsmode, ip: in der Ebene (in plane), oop: aus der Ebene heraus (out of plane), sh: Schulter 
(shoulder), r: Schaukelschwingung (rocking), w: Kippschwingung (wagging). Das tiefgestellte S-d indiziert die 
Wechselwirkung eines S-Systems mit den d-Orbitalen eines Metalls. 
 
Die nächste auffällige Bande im Sauren liegt bei 1277 cm-1 (zwischen I und J) und wird den 
CH-Deformationen[264-266] zugeschrieben. Ab pH 8,5 kann diese Bande, ebenso wie die 
benachbarte Bande bei knapp 1400 cm-1 (J), nicht mehr wegen dem starken Hintergrund 
aufgelöst werden. Die Bande bei ca. 1400 cm-1, die gewöhnlich den QsCO2-
Schwingungen[260,264] zugeordnet wird, könnte im stärker sauren Bereich auch auf eine 
Kombinationsmode von GOH und QCO zurückgehen, da die Fumarsäure in diesem pH-




Bereich wahrscheinlich einfach deprotoniert ist[265]. Wie bei der Maleinsäure ist auch hier die 
Tendenz zu erahnen, dass der pKa1-Wert durch die Chemisorption etwas herabgesetzt wird. 
Außerdem ist bei pH 4,5 die Parallele zu der elektrostatischen Attraktion des Monoanions zur 
Oberfläche zu sehen, da auch hier die Oberflächenbelegung offenbar aufgrund der geringeren 
Konzentration an oberflächennahen Hydroxidionen herabgesetzt ist. Ab diesem pH-Wert von 
4,5 wird vermutlich auch der zweite Protolyseschritt eingeleitet, denn bei dem nächsten pH-
Wert ist die Signalintensität der Banden wieder deutlich größer. 
Der Ursprung der nächsten und relativ breiten Bande um 1540 cm-1 kann auf eine C C-
Valenzschwingung[84,271,272] zurückgeführt werden, die durch eine Interaktion des 
delokalisierten S-Systems mit den d-Orbitalen des Silbers in diesen Wellenzahlbereich 
verschoben werden kann. Zumindest ein Teil der adsorbierten Moleküle könnte als S-
Komplex vorliegen, denn die intensive Bande um 1656 cm-1 kann eindeutiger der QC C 
zugeordnet werden. Man kann jedoch schlussfolgern, dass diese Q(C C)S-d-Schwingung nur 
entstehen kann, wenn eine ausreichende Oberflächennähe dieser Bindung vorliegt und das 
deutet darauf hin, dass die Molekülachse parallel zur Oberfläche orientiert ist. 
Die Bande bei 1590 cm-1 kann den dort gewöhnlich vorkommenden QasCO2-Schwingungen 
zugeschrieben werden. Der spektrale Abstand zwischen der QsCO2- und der QasCO2-Moden 
von etwa 201 cm-1 lässt vermuten, dass die Carboxylatgruppen als Monodentat an die 
Oberfläche anbinden, denn im Raman-Spektrum beträgt dieser Abstand etwa 228 cm-1 
(' unidentat > ' freies Ion, vgl. Tab. E1 und Abb. E6b). Darauf deutet auch die C O-
Valenzschwingung bei 1704 cm-1 hin, die den Doppelbindungscharakter demonstriert, der in 
dieser Ausprägung vermutlich nur in einer monodentaten Anordnung resultieren kann. Das 
Verschwinden dieser Bande bei pH 6 weist überdies auf eine bidentate Bindung zur 
Oberfläche hin. Die damit einhergehende starke Verringerung der C C-Schwingung bei 
1656 cm-1 deutet weiter einen vergrößerten Oberflächenabstand der C C-Bindung an. Daraus 
kann geschlossen werden, dass sich die Fumarsäure bei pH 6 in analoger Weise wie bei der 
Maleinsäure aufrichtet. 
Bei höheren pH-Werten liegen in nahezu allen Wellenzahlbereichen recht breite und schlecht 
aufgelöste bzw. stark überlappende Banden vor, die auf multiple Oberflächenorientierungen 
hindeuten. Wie bereits erwähnt, finden sich aber auch noch einige Hinweise, dass die 
Fumarsäure bei diesen pH-Werten polymerisiert. Ein weiterer Stützpfeiler dieser 




Argumentation ist die C C-Bande, die nach dem Aufrichten der Moleküle auf der Oberfläche 
verschwindet. Dies indiziert eine Oberflächenchemie, wie sie am besten mit einer Art der 
anionischen Polymerisation verstanden werden kann. Die Polymerisation und die aus den 
anderen Schlüssen abgeleiteten Orientierungen sind in der folgenden Abbildung skizziert: 
 
 
Abbildung E11: Aus den SERS-Spektren abgeleitete pH-abhängige Adsorptionsgeometrien 
von Fumarsäure auf nanostrukturiertem Silber (modifizierte Wiedergabe nach Lit.[239]). 
 
Im basischen Kontrollversuch (s. Raman-Messung Abb. E6b) konnte auf der Zeitskala dieses 
Experiments keine derartige Chemie bzw. spektralen Merkmale beobachtet werden, was zu 
dem Schluss führt, dass die nanostrukturierte Silberoberfläche einen katalytischen Einfluss 
hierbei haben kann und damit einen Übergang von Elektronen ermöglicht, der unter normalen 
Bedingungen vielleicht verboten ist. Der katalytische Einfluss könnte daher entweder das 
Molekülorbital entscheidend verändern oder eine (z.B. negative) Zwischenstufe stabilisieren. 
Ein nukleophiler Angriff von OH oder RCO2-Ionen an die Doppelbindung der 
aufgerichteten Moleküle könnte also die in Abb. E11 gezeigte anionische Polymerisation 
(mögliches Szenario) initiieren.  Diese Art der Kettenreaktion könnte dann durch 
Hydroxidionen zum Abbruch gebracht werden, wobei der pH-Wert gleichfalls die 
Vollständigkeit der Polymerisation und die generierten Kettenlängen steuert. 
 
Im Vergleich zu den Ergebnissen der Maleinsäure zeigt sich, dass es einige Gemeinsamkeiten 
gibt, aber auch entscheidende Unterschiede, die durch die Isomerie an der Doppelbindung 
bewirkt werden. Insbesondere bei den Schwingungen der Carboxylgruppen ergeben sich 
signifikante spektrale Abweichungen, wenn die chemische Umgebung bzw. Konfiguration, 
der Dissoziationsgrad und die Ladung der Oberfläche variieren. Da beide Säuren eine 
Doppelbindung aufweisen, besitzen sie damit eine Bindung, an der prinzipiell Additions- 
bzw. Oxidationsreaktionen stattfinden können. Jedoch nur im Falle der Fumarsäure führt dies 




zu einer Auswirkung, die durch Baseneinwirkung und durch die Silberoberfläche katalysiert 
wird. Denn wahrscheinlich kommt es nur in der interpretierten aufrechten Orientierung zu 
einer Reaktion, denn in allen möglichen Orientierungen der Maleinsäure und den parallel zur 
Oberfläche ausgerichteten Fumarsäuremolekülen sollte die Coulomb-Repulsion der negativ 
geladenen Carboxylatgruppen überwiegen, um die zur Reaktion notwendige Nähe zweier 
Säuremoleküle zu verhindern. Zumindest trifft dies für die hinreichend begründete anionische 
Polymerisation zu. 
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass sich diese Ergebnisse gut nutzen lassen, um die 
Schwingungen der Carboxylgruppen in auf Nanopartikeln adsorbierten Proteinen zu 
interpretieren. Einerseits belegen die Ergebnisse, dass edelmetallische NP-Oberflächen das 
Protolysegleichgewicht eher auf die Seite der anionischen Spezies verlagern. Nicht zuletzt 
deswegen kann bei Experimenten mit Proteinen bei pH-Werten um den Neutralpunkt von 
einer vollständigen Dissoziation ausgegangen werden. Andererseits lässt sich mit diesen 
Resultaten die spektrale Lage der charakteristischen Carboxylatbanden besser verstehen und 
wie sie von ihrer Substitution und Koordination abhängen. 




4.4 Änderungen von Proteinstrukturen 
 
Dieses Kapitel beschäftigt sich mit Änderungen von Proteinstrukturen, die durch 
nanoskopische Metalloberflächen bewirkt werden können. Dazu werden gut bekannte 
Proteine als Modellsysteme eingesetzt und mögliche strukturelle Änderungen nach 
Nanopartikelexposition durch den Vergleich von Raman- und SERS-Spektren interpretiert. 
Dabei wird versucht, eine Reihenfolge der Denaturierungsereignisse abzuleiten. Weiterhin 
wird dies mit der besser bekannten thermischen Proteindenaturierung verglichen, bei der die 
zweidimensionale Korrelationsspektroskopie (2DCOS) zum Einsatz, um grundsätzliche 
Vorgänge und Reihenfolgen im Denaturierungsprozess aufzudecken. 
 
 
4.4.1 Oberflächenkatalysierte Denaturierung 
 
Änderungen der Proteinstruktur können prinzipiell in der auf Nanopartikeln gebildeten 
Proteincorona auf Nanopartikeln begünstigt werden. In diesem Unterkapitel wird in erster 
Hinsicht Wert auf die bei der Adsorption beteiligten funktionellen Gruppen der Proteine 
gelegt. Mit dieser Information und der Analyse charakteristischer spektraler Merkmale für 
Sekundärstrukturen werden Anzeichen und Ausmaße der Proteindenaturierung diskriminiert. 
Ein weiteres Schlüsselelement bei der Analyse von Änderungen der Proteinstruktur werden 
die typischen Schwingungen der Disulfidbrücken sein, die bekanntlich die Tertiärstruktur 
maßgeblich stabilisieren. Daher wird ein eigenes Unterkapitel von Experimenten mit Cystin 
als Modellsystem für Disulfidbrücken vorangestellt. 
 
 
4.4.1.1 Cystin ± Ein Modellsystem für Disulfidbrücken 
 
Die wichtigste chemische Fragestellung hierbei ist, auf welcher Seite das RedOx-
Gleichgewicht zwischen dem Thiol Cystein und seinem dimeren Disulfid Cystin liegt. Unter 
Normalbedingungen ist dies eindeutig, denn das Thiol ist oxidationsempfindlich und wird in 
Lösung sukzessive durch den Luftsauerstoff zu Cystin umgewandelt.[292] Auf 
nanopartikulären Oberflächen ist dies nicht so eindeutig, weil die Affinität der Edelmetalle 
Gold und Silber gegenüber dem Schwefel recht ausgeprägt ist. Das System müsste also 




bestrebt sein, eine kovalente Bindung zwischen dem Metall und dem Schwefel zu generieren, 
was im Falle des Cystins zu einem SS-Bindungsbruch durch die Chemisorption führen würde. 
Außerdem können Elektron-Loch-Paare auf NP-Oberflächen[293-295] Beiträge zum RedOx-
Prozess leisten. Eine neuere theoretische Studie belegt sogar, dass Disulfidbindungen in 
RedOx-Reaktionen sogar ohne Elektronentransfer[296] gebrochen werden können. Es muss also 
zunächst die Lage des Gleichgewichtes zwischen der Bindung des Schwefels zum anderen 
Schwefel oder zur metallischen NP-Oberfläche evaluiert werden, bevor näher auf SERS-
Spektren von Proteinen eingegangen werden kann. Vorab sind die normierten Raman-
Spektren von Cystein und Cystin abgebildet, um deren charakteristische Schwingungen und 
Unterschiede aufzuzeigen: 
 
Abbildung E12: Raman-Spektren einer gesättigten Cystein- (in Wasser) und Cystin-Lösung 
(in 1 M NaOH). Die Spektren sind zum besseren Vergleich jeweils auf ihre CS-Schwingungen 
normiert. 
 
Zur besseren Löslichkeit wurde das Cystin in einer 1-molaren Natronlauge-Lösung gesättigt. 
Daher sind die Unterschiede auch etwas größer, als wenn beide Substanzen bei dem selben 
pH-Wert spektroskopiert werden. Für die charakteristischen Schwingungen, die auch für die 
spätere Analyse genutzt werden, ist dies jedoch relativ unbedeutend. Eben diese 




Schwingungen sind in Abb. E12 auch markiert. Die CS-Schwingungen sind für beide 
Aminosäuren typisch, die SH-Bande tritt nur beim Cystein auf, während hingegen die SS-
Valenzschwingung das wichtigste spektrale Merkmal bei Cystin darstellt. Die spektralen 
Zuordnungen sind in der folgenden Tabelle zusammengefasst: 
 
Tabelle E5: Raman-Wellenzahlen und tentative Zuordnungen[84,91,93,297-299] der Banden von 
Cystein- und Cystin-Lösungen, gesättigt unter alkalischen Bedingungen (1 M NaOH). 
Zuordnung 
ࣇ෤  [cm-1] 
Cystein Cystin 
GCCN 472 472 
QSS (verschiedene Rotamere) - 480-550 
GCOO 530 ~555 sh 
QCC 620 626 
QCS (PH) 682 667 
QCS (PN) 776 690 sh 
QCS (PC) 816 732 
GHCS und/oder GCOO 875 833 
QCCOO 936 913 
GNCH 995 1005 
QCN und/oder GNH2 1064 1030 
GCH 1114 1096 
GCH2 1212 1202 
GCH 1269 1242 
GCH2 1309 1309 
GCH 1350 1354 
QsCOO 1400 1404 
GCH2 1426 ~1426 sh 
GNH2, QasCOO und GH2O 1550-1700 
QSH 2579 - 
Abkürzungen: Q: Valenzschwingung (die Indizes s und as kennzeichnen die symmetrische bzw. asymmetrische 
Mode), G: Deformationsmode, sh: Schulter (shoulder). 
 
Ein Experiment mit Au-Nanoschalen und Cystein unter kontrollierten atmosphärischen 
Bedingungen soll nun klären, auf welcher Seite das RedOx-fähige System liegt. Dazu wurde 
eine Kammer verwendet, die mit Wasser gesättigtem Gas (entweder Stickstoff oder 
Druckluft) durchspült wird, um einerseits die gewünschten Bedingungen herbeizuführen und 




um andererseits einer Austrocknung der Probe vorzubeugen. Die Cystein-Lösung, das Kolloid 
und das Wasser des Sättigungssystems wurden zuvor ausgiebig mit Stickstoff durchspült, um 
den vorhandenen Sauerstoff auszutreiben. Durch ein Fenster (Quarzdeckglas, 0,2 mm) war es 
möglich, die Probe zu fokussieren und zu messen. Das Resultat dieses Experiments ist in der 
folgenden Abbildung zusammengefasst: 
 
Abbildung E13: Zeitabhängige Entwicklung des Verhältnisses der SS-zu-CS-SERS-
Intensitäten von Cystein (ca. 2 mM) in einem Goldnanoschalen-Kolloid vor (blaue Quadrate; 
Stickstoffatmosphäre) und während der Exposition mit Luft (rote Kreise; Anwesenheit von 
Sauerstoff). Die Linien dienen zur Verdeutlichung des Signalverlaufs. Ebenfalls gezeigt sind 
die jeweiligen SERS-Spektren (2 s Integrationszeit, 30 Co-Additionen bei 50 mW und 785 nm 
Anregungswellenlänge) vor Sauerstoffaussetzung (0 min) und am Ende des Experiments 
(73 min). 
 
Anfänglich ist in dem Experiment unter Stickstoffatmosphäre noch ein gewisser SS-Anteil in 
den Spektren zu erkennen. Einerseits kann dies auf die Anwesenheit von adsorbiertem 
Sauerstoff auf den Gold-Oberflächen[300-304] (z.B. in oxidischer Form) zurückgehen, 
andererseits kann dies durch Kontaminationen während des Überführens oder durch 
unvollständige Entfernung von Sauerstoff aus dem System hervorgerufen werden. Angesichts 
des Ziels dieses Experiments sollte dies jedoch keine Bedeutung haben. Ebenfalls ist das 




System auch nicht ausreichend charakterisiert (insbesondere die Diffusionseigenschaften), um 
detaillierte kinetische Informationen daraus gewinnen können. 
Innerhalb der unter Stickstoffatmosphäre durchgeführten Vorperiode ändert sich das 
Intensitätsverhältnis auch nicht signifikant, was zum einen den Sauerstoffausschluss 
dokumentiert und zum anderen beweist, dass die weitere Oxidation von Cystein zu Cystin in 
dieser Umgebung vom Sauerstoff abhängig ist. Erst nach Zufuhr von Sauerstoff in das System 
ändert sich das SS/CS-Intensitätsverhältnis relativ schnell zugunsten des SS-Signals, was die 
Genese von SS-Bindungen anzeigt. Im Bereich von etwa 60-70 min zeigt das System ein 
Konvergenzverhalten, das das Erreichen eines stationären Gleichgewichtes bei 
atmosphärischen Sauerstoffbedingungen belegt.  
Außerdem ist zu erwähnen, dass in keinem Spektrum die charakteristischen SH-
Schwingungen des Cysteins beobachtet werden konnten (nicht gezeigt). Dies ist durch die 
Deprotonierung des Cysteins im Zuge der Chemisorption auf die thiophile Goldoberfläche 
bedingt. 
Eine besondere wichtige Feststellung ist, dass das SS/CS-Intensitätsverhältnis am Ende (1,1 
bei 73 min) des Experiments recht nahe an das Verhältnis der Cystin-Lösung (1,34) 
herankommt. Dies dokumentiert eindeutig die Lage des Gleichgewichtes auf den 
nanopartikulären Oberflächen. Das System ist also bestrebt, das Dimer Cystin zu bilden, 
anscheinend sogar relativ schnell, was auf einen katalytischen Charakter der Au-Nanopartikel 
hindeutet. Weiterhin belegen diese Ergebnisse, dass das SS/CS-Intensitätsverhältnis 
unabhängig vom Anfangszustand ist.  
Nun kann man sich die Frage stellen, warum die SS/CS-Intensitätsverhältnisse der Raman- 
und der SERS-Messung (bei 73 min) dennoch leicht voneinander abweichen und ob sich am 
Ende der zeitabhängigen Messung ausschließlich Cystin-Moleküle auf den Oberflächen bzw. 
im System befinden. Um dies klären, sind nachfolgend die Raman- und SERS-Spektren in 
einer Abbildung gegenüber gestellt: 
 
 





Abbildung E14: Vergleich des Raman-Spektrums einer gesättigten Cystin-Lösung (in 1 M 
NaOH) und dem SERS-Spektrum von Cystein mit Gold-Nanoschalen am Ende der 
zeitabhängigen Entwicklung (vgl. Abb. E13). Zur besseren Vergleichbarkeit sind die Spektren 
auf das Maximum ihres SS-Signals normiert. 
 
In beiden Fällen zeigen sich deutliche Unterschiede in der Lage und Ausprägung der 
korrespondierenden CS- bzw. SS-Banden. Dies könnte zwar auch durch geänderte 
Auswahlregeln erklärt werden, aber eher wahrscheinlich ist, dass eine bevorzugte 
Adsorptionsgeometrie[285,305] auf den Oberflächen eingenommen wird, die auch die 
prozentualen Verhältnisse der Rotamere um die SS- bzw. CS-Bindungen entscheidend 
beeinflusst. Vermutlich sind die Cystin-Moleküle mit ihrer SS-Bindung parallel zur 
Oberfläche orientiert, wodurch die CS-Bindungen etwas mehr senkrecht ausgerichtet sein 
müssen. Daher könnte die SERS-Verstärkung der CS-Schwingungen etwas größer ausfallen, 
wodurch ein kleineres SS/CS-Intensitätsverhältnis resultiert. Eine Mischung von Cystin und 
Cystein auf den Oberflächen wird daher ausgeschlossen. Auf die veränderten Rotamer-
Verhältnisse wird erst in den nächsten Kapiteln näher eingegangen, um den direkten 
Vergleich zu den schwefelbasierten Moden der ausgewählten Proteine herbeizuführen. 






In aufsteigender Komplexität wurde als Modellsystem das relativ kleine Insulin ausgewählt, 
dessen Struktur und Aufbau sehr gut bekannt ist. Da die Spektroskopie von Proteinen durch 
Anregung im sichtbaren Wellenlängenbereich prinzipiell durch das Auftreten von 
Autofluoreszenz[169,306] gestört werden kann, wurde das Problem unter anderem durch den 
Einsatz einer nahinfraroten (NIR) Anregungsquelle in Kombination mit geeigneten 
metallischen Substraten[169,306] vermieden. 
Nachstehend ist das Raman- und SERS-Spektrum von Insulin gezeigt, in dem 
charakteristische funktionelle Gruppen und die für die Sekundärstruktur empfindlichen 
Regionen zusätzlich gekennzeichnet sind. 
 
Abbildung E15: Vergleich des Raman-Spektrums von festem Insulin (10 s Integrationszeit, 30 
Co-Additionen, 50 mW, 785 nm) und dem SERS-Spektrum von Insulin mit Gold-Nanoschalen 
(10 s Integrationszeit, 30 Co-Additionen, 50 mW, 785 nm). A I und A III kennzeichnen die 
jeweiligen Amid-Banden, die unter anderem durch Sekundärstrukturelemente[307,308] (D-
Helices und E-Faltblätter) verursacht werden. Zur besseren Vergleichbarkeit sind die 
Spektren auf das Maximum ihres CS-Signals normiert. 
 




Für dieses Experiment wurde eine in deionisiertem Wasser gesättigte Lösung von bovinem 
Insulin (Sigma-Aldrich 27 t U mg-1) eingesetzt und mit der Nanopartikel-Suspension im 
Verhältnis 1:10 vermischt. In Summe ergibt sich dadurch ein molares Verhältnis von 104 
Insulin-Moleküle pro Au-NP.[309] Diese Mischung wurde vier Stunden bei Raumtemperatur 
inkubiert bevor sie gemessen wurde, um ein weitgehend eingestelltes Adsorptions-
Gleichgewicht beobachten zu können. Die spektralen Zuordnungen sind in der folgenden 
Tabelle zusammengefasst: 
 
Tabelle E6: Wellenzahlen und tentative Zuordnungen der Schwingungsmoden im Raman- und 
SERS-Spektrum (mit Au-Nanoschalen) von Insulin[84,92,95,307,308,310-315]. 
ࣇ෤  [cm-1] Raman ࣇ෤  [cm-1] SERS 
505 QSS (L-ggg) 506 QSS (L-ggg) 
514 QSS (R-ggg´) 517 QSS (R-ggg´) 
528 QSS (R-tgg´) 529 QSS (R-tgg´) 
620 Phe 601 Phe 
642 Tyr 629 Tyr 
663 QCS (PH) 687 QCS (PH) 
705-750 QCS (PN und PC) 705-765 QCS (PN und PC) 
827, 851 Tyr-Dublett 853, 863 Tyr-Dublett 
940 CC Gerüstschwingung (D) 940 CC Gerüstschwingung (D) 
959 CC Gerüstschwingung (E) 959 CC Gerüstschwingung (E) 
1002 Phe ~980 QCCOO 
1030 Phe 1007 Phe 
1066-1158 QCN 1028 Phe 
1173 QCCN und Phe/Tyr 1078-1162 QCN 
1206 Tyr/Phe 1236 Tyr/Phe (und A III (E oder 
rc) oder G(CH)) 
1243 A III (E) 1277 GCH oder His (und A III (rc oder D)) 
1268 A III (D) 1316, 1343 GCH 
1283 A III (rc) 1396 QsCOO 
1316, 1340 GCH 1400-1480 GCH2 
1400-1490 GCH2 1494 Tyr 
  1560 QasCOO 
1585 Phe 1585 Phe/Tyr 
1605 Phe   
1614 Phe/Tyr   
1630-1710 A I (D, E und rc) 1658 A I (D) 
Abkürzungen: A: Amid, Q: Valenzschwingung (die Indizes s und as kennzeichnen die symmetrische bzw. 
asymmetrische Mode), G: Deformationsmode, His, Phe: Histidin- bzw. Phenylalanin-Seitenkette, Tyr-Dublett: 
Fermi-Resonanz der Tyrosin-Seitenkette zwischen der Ringatmungsschwingung in der Ebene und der einer 
Biegeschwingung aus der Ebene heraus (Oberton), D: D-Helix, E: E-Faltblatt, rc: Zufallsknäuel (random coil). 




Das SERS-Spektrum zeigt viele charakteristische Wechselwirkungen der Protein-Seitenketten 
mit den NP-Oberflächen,[316-318] die den individuellen Aminosäuren zugeordnet werden 
können. Bei den von Glutaminsäure-Resten und den von den Enden der beiden Proteinketten 
(Carboxy-Termini) stammenden Schwingungen der Carboxylgruppen[312] fällt auf, dass deren 
Banden gut verstärkt sind. Dies belegt eine geringe Oberflächennähe dieser Gruppen. Die 
geringe Verschiebung zwischen der symmetrischen und asymmetrischen Valenzschwingung 
deutet überdies auf eine bidentate Anordnung hin.  
Die Schwingungen der Phenylalaninreste (befinden sich nur in der B-Kette) und der 
Tyrosinreste (in beiden Ketten vorhanden) sind ebenfalls sehr ausgeprägt vorhanden. Das 
geänderte Intensitätsverhaltnis des Tyrosin-Dubletts kann durch die Deprotonierung der 
Hydroxylgruppe durch die Chemisorption erklärt werden, da diese nach Siamwiza et al.[319] 
stark von der Umgebung abhängig ist. Da das Verhältnis I850/I830 bei der SERS-Messung 
kleiner eins[315,319] ist, spricht dies klar für ein ionisiertes Tyrosin oder einem Donor für H-
Brückenbindung (bzw. der Kombination). Die beobachtete Rotverschiebung ist ebenfalls in 
Übereinstimmung mit Experimenten von Insulin auf Silber-Elektroden.[311] Eine Veränderung 
der Säurekonstante (pKa-Wert) zugunsten der Deprotonierung konnte sowohl bei den 
Ergebnissen mit Malein- und Fumarsäure, als auch bei der Chemisorption von Cystein auf 
Gold (keine SH-Schwingungen beobachtet), interpretiert werden. 
In den für die Sekundärstruktur charakteristischen Bereichen (Markierungen in Abb. E15) 
treten signifikante Unterschiede zwischen dem Raman- und dem SERS-Spektrum auf. In der 
Amid I-Region können kaum Beiträge zum SERS-Spektrum nachgewiesen werden. Dasselbe 
trifft auch für den CC-Bereich zu. Da es relativ unwahrscheinlich ist, dass die Schwingungen 
der Sekundärstrukturelemente in zwei Regionen nahezu abwesend sind und in der anderen 
Region dennoch auftreten, muss der Amid III-Bereich für das SERS-Spektrum anders 
zugeordnet werden. Deswegen wird der Ursprung der Bande bei 1236 cm-1 in Überstimmung 
mit anderen Studien[310-312,317] dem Tyrosinrest zugeordnet, dessen Schwingungen in diesem 
Bereich eine ähnliche Rotverschiebung aufweisen wie bei dem Tyrosin-Dublett. Aus diesen 
Ergebnissen lassen sich also deutliche Verringerungen der Sekundärstrukturelemente 
schließen, was einer Denaturierung gleichbedeutend ist. Allerdings muss dabei betrachtet 
werden, dass die Sekundärstrukturelemente eine relativ große räumliche Ausdehnung 
besitzen, über die das evaneszente Raman-verstärkende EM-Feld stark abfällt. Wenn man z.B. 
das Doppelte der Länge einer D-helikalen Windung mit 0,27 nm[320] als ungefähren Abstand 




von der Oberfläche annimmt, so kann sich nach Gl. (23)[181] (mit a   10 nm) durchaus ein 
Abfall der SERS-Intensität von etwa 40 % über diese Distanz ergeben. Da jedoch die 
gleichzeitige Detektion anderer in den Sekundärstrukturen befindlicher Kompartimente (wie 
Phe, Tyr und Glu) beobachtet wird, müssen einige Denaturierungsprozesse zumindest in 
unmittelbarer Nähe zur Oberfläche stattgefunden haben. Zur besseren räumlichen Vorstellung 
ist nachfolgend eine schematische Darstellung des Insulins gegeben, um auf mögliche 
Orientierungen auf den Oberflächen schließen zu können: 
 
 
Abbildung E16: Schematische Darstellung der räumlichen Struktur von bovinem Insulin 
(pdb-Datei: 2A3G, monomer)[321]. Die Positionen ausgewählter Aminosäurereste sind 
ebenfalls gekennzeichnet, sowie die der Disulfidbrücken a, b, und c, die sich an den 
Positionen A20-B19, A7-B7 und A6-A11 befinden. Grün: D-Helix, blau: E-Faltblatt. 
 
Mit dieser Abbildung kann beinahe vollständig ausgeschlossen werden, dass es irgendeine 
Orientierung auf den Oberflächen gibt, die die Detektion der diskutierten Seitenketten (Glu, 
Phe und Tyr) bei gleichzeitiger großer Oberflächenentfernung der Sekundärstrukturelemente 
(D-Helix oder ȕ-Faltblatt) ermöglicht. Diese Betrachtungen unterstützen also die 
Argumentation, dass ein deutlicher Verlust von Sekundärstruktur stattgefunden hat. Derartig 
starke Verluste von Proteinstruktur wurden auch schon zuvor in unabhängigen 
Experimenten[72,99,322-329] gefunden und sind auch nicht ungewöhnlich, wenn man die Vielzahl 
an Möglichkeiten (funktionelle Gruppen) zur Wechselwirkung mit den nanoskaligen 
Edelmetall-Oberflächen betrachtet.  




Weitere Hinweise für den Verlust von Proteinstruktur lassen sich in den bereits thematisierten 
Schwingungen der SS- und CS-Bindungen finden, die nachfolgend verglichen werden: 
 
Abbildung E17: Vergleich der Raman- und SERS-Spektren von Insulin (oben) und Cystin 
(unten). Zur besseren Vergleichbarkeit sind die Spektren auf das Maximum ihres SS-Signals 
normiert (Ausschnitt aus Abb. E15). 
 
Angefangen beim Cystin zeigt sich, dass sich die Intensitätsverhältnisse und die 
Akzentuierungen der SS- und CS-Banden im Raman- und SERS-Spektrum etwas 
unterscheiden. Wie auch schon zuvor diskutiert wurde (vgl. 4.4.1.1), handelt es sich hierbei 
um bevorzugte Orientierungen und Konformationen des Cystins auf den Oberflächen. 
Mögliche SS-Bindungsbrüche können weitestgehend ausgeschlossen werden.  
In Kontrast dazu stehen die spektroskopischen Daten des Insulins, bei dem sich ganz 
erhebliche Unterschiede in dem CS-zu-SS-Intensitätsverhältnis und der Akzentuierung der 
Banden ergeben, was im Folgenden einer genaueren Analyse unterzogen wird. Dazu muss 
zunächst vorangestellt werden, dass Insulin drei Disulfidbrücken enthält, von denen sich eine 
in der A-Kette (c in Abb. E16) befindet und zwei kettenverknüpfend sind (a und b in 
Abb. E16).[312] Bei genauerer Betrachtung der räumlichen Strukturdaten[321] des Insulins, die 




für das Raman-Spektrum zutreffen, lassen sich die Rotamere der Disulfidbrücken nach 
Ozhogina und Bominaar[95] (vgl. Abb. G4) als linkshändig gauche-gauche-gauche (L-ggg, a, 
A20-B19), rechtshändig gauche-gauche-gauche´ (R-ggg´, b, A7-B7) und rechtshändig trans-
gauche-gauche´ (R-tgg´, c, A6-A11) identifizieren (vgl. Abb. G4).  
Um die überlappenden Banden im SS-Bereich des Raman-Spektrums unterscheiden zu 
können, lässt sich eine Dekonvolution für diese Bande ansetzen. Die spektralen Positionen, 
der für die Dekonvolution benötigten Gaussians[330], wurden dazu vorab unter 
Berücksichtigung physikalisch sinnvoller Beiträge mit Hilfe der zweiten Ableitung der 
spektralen Daten bestimmt, da deren Minima mathematisch gesehen den Peak-Maxima 
(Wendepunkte) entsprechen. Die Gaussian[330]-Anpassungen der Halbwertsbreiten und 
Intensitäten der Peak-Positionen erfolgte mit dem Levenberg[331]-Marquardt[332]-
Iterationsalgorithmus. Um einen tieferen Einblick zu bekommen, wurde diese Prozedur auch 
auf die Raman- und SERS-Spektren von Cystin angewandt. Die Ergebnisse sind in der 
folgenden Abbildung vergleichend gegenüber gestellt: 
 
Abbildung E18: Vergleich der Dekonvolutionen (R2 > 0,99) der normierten Raman- (oben) 
und SERS-Spektren (unten) von Insulin (links) und Cystin (rechts). Die Flächenverhältnisse 
der zu den SS-Schwingungen zugehörigen Gaussians sind in den Klammern angegeben. 




Für das Raman-Spektrum von Insulin ergibt sich demnach ein Verhältnis der Gaussian-
Flächen von ungefähr 1:1:1 (a:b:c), das sehr gut mit der physikalischen Häufigkeit der drei 
Disulfidbrücken korrespondiert. Bei der Dekonvolution des SERS-Spektrums ergibt sich 
hingegen ein Verhältnis von etwa 1:1:0 (a:b:c). Wenn man zudem noch das signifikant 
geänderte CS-zu-SS-Intensitätsverhältnis (vgl. Abb. E17) betrachtet, lässt sich daraus der 
selektive Bruch der intrachenaren Disulfidbrücke (R-tgg´, c, A6-A11) interpretieren. 
Allerdings könnte die beobachtete Verteilung dieser SS-Banden auch ein Ergebnis von SS-
Bindungsbrüchen  gefolgt von konformativen Änderungen  sein, die durch 
intramolekularen Stress resultieren.[309]  
Zur weiteren Aufklärung dieser Verhältnisse, wurden die konformativen Implikationen der 
Adsorption von Cystein auf die nanoskaligen Au-Oberflächen ebenfalls betrachtet, indem eine 
Dekonvolution der Enveloppe im Bereich der SS-Schwingungen durchgeführt wurde. Dabei 
wurden die sechs Klassen der Disulfid-Rotamere (können links- und rechtshändig sein) 
berücksichtigt, wie sie von Ozhogina und Bominaar[95] postuliert werden. Da die Energie und 
damit auch die spektrale Verschiebung dieser Disulfid-Klassen[95] quantenchemisch für 
Diethyldisulfid bestimmt wurden (durch Strukturdaten von Proteinen bestätigt), können die 
relativen Wellenzahlen beim Cystin ohne weitere Berechnungen nicht zweifelsfrei den 
einzelnen Rotamer-Klassen zugeordnet werden, insbesondere vor dem Hintergrund, dass die 
Energien in Lösung stark durch den Protonierungszustand stark variieren können. Daher sind 
den einzelnen Gaussians auch nur indefinit Zahlen zugewiesen. In Lösung kann man 
außerdem die enantiomeren L- und R-Konfigurationen vernachlässigen, da diese ohne ein 
äußeres inhomogenes Feld entartet und daher auch im Spektrum nicht voneinander 
unterscheidbar sind. Abbildung E18 zeigt, dass die Analyse des Spektrums der Cystin-Lösung 
(rechts oben) eine gute Übereinstimmung mit den sechs Disulfid-Klassen ergibt. Weiterhin 
scheinen die bestimmten Flächenverhältnisse der angenommenen Disulfid-Klassen so 
abzuklingen, wie es von der Boltzmannschen Besetzung[68,69] von Energiezuständen bekannt 
ist. Dies kann auch erwartet werden, wenn man sich die Energie auf der Abszisse und das 
statistische Gewicht auf der Ordinate (Intensität) vorstellt. Jedoch sind Faktoren, wie z.B. 
Streuquerschnitte der einzelnen Rotamere, noch unbekannt. Daher kann die in Abbildung E18 
dargestellte Linie nur zur Verdeutlichung dienen. 
Eine Dekonvolution wurde auch für das SERS-Spektrum des Cystins durchgeführt (Abb. E18, 
rechts unten). Hierbei muss erwähnt werden, dass die beobachtete Enveloppe ebenfalls durch 




unterschiedliche Oberflächen-Orientierungen oder anderen Auswahlregel in SERS-
Experimenten[160,166,169,333] akzentuiert werden könnte.[309] Durch derartige Beiträge könnten 
die einzelnen SS-Rotamere maskiert werden.[309] Allerdings würde dies bedeuten, dass alle 
Rotamere der Klasse I sich in einer bevorzugten Orientierung (besser verstärkt) und mehr 
oder weniger alle anderen Rotamere sich in einer ungünstigen Orientierung (weniger 
verstärkt) befinden. Diese Interpretation kann man unter Berücksichtigung der geringen 
Unterschiede aller Rotamere direkt an der SS-Bindung jedoch ausschließen. Die 
Bindungswinkel direkt an der SS-Bindung unterscheiden sich bei allen Rotameren[95] nämlich 
nicht signifikant (gauche), da die großen diffusen Schwefelorbitale durch ihre Repulsion in 
Übereinstimmung mit dem VSEPR-Modell[211] die bevorzugte Besetzung dieses Zustandes 
bei dieser Temperatur forcieren. 
Der Vergleich der beiden Cystin-Spektren zeigt weiter, dass die im Raman-Spektrum 
vorherrschende Boltzmann-artige Verteilung der Disulfid-Rotamere fast vollständig im 
SERS-Spektrum gestört bzw. zugunsten der energetisch niedrigeren Rotamere verschoben 
wurde. Die beobachtete leichte Blauverschiebung des Maximums der Enveloppe in dem 
SERS-Spektrum wird vorwiegend auf die geänderten Rotameren-Anteile zurückgeführt. 
Hauptsächlich trägt das Rotamer I (78 %) zur Umhüllenden bei, während nur ein kleiner 
Anteil auf das Rotamer II (15 %) zurückgeht und lediglich vernachlässigbar kleine Beiträge 
auf die anderen vier Konformere (1-2 %) entfallen. Entweder findet also eine Umwandlung 
der Cystin-Rotamere auf der Oberfläche statt oder es werden nur diese Rotamere selektiv 
adsorbiert. Jedenfalls ergeben sich erneut starke Hinweise aus dem SERS-Spektrum von 
Cystin darauf, dass die strukturellen Einflüsse proteinogener Seitenketten (z.B. das Protein-
Rückgrat) für den Bruch der Disulfidbrücke und für konformative Änderungen in dem Insulin 
verantwortlich sind.[309] 
Weiterhin fallen die anteilig veränderten Schwingungen der CS-Bindungen auf (vgl. 
Abb. E17), die im SERS-Spektrum von Cystin nicht annähernd in der Deutlichkeit zu 
erkennen sind. Zum besseren Verständnis sind die möglichen Rotamere um die CC-Achse 
nachstehend gezeigt, die die Schwingungsfrequenz der CS-Bindung entscheidend 
beeinflussen. 





Abbildung E19: Drei mögliche Rotamere um die CC-Bindung (modifiziert nach Lee et al.[93]), 
die einen Einfluss auf die spektrale Verschiebung der CS-Schwingung haben (in absteigender 
Energie bzw. aufsteigender relativer Wellenzahl von links nach rechts). Der Index von P 
entspricht dem jeweiligen Atom in der trans-Position zu der assoziierten CS-Bindung und die 
gestrichelte Linie repräsentiert das Polypeptid-Rückgrat oder O- bzw. H-Atomen im Falle 
des Cystins (X   S-R) oder Cysteins (X   H oder M). M steht für ein Metall. 
 
Anhand von Abb. E17 kann man durch den Vergleich des Raman- mit dem SERS-Spektrum 
des Cystins erkennen, dass das PH-Konformer auf den Oberflächen stark begünstigt ist. Bei 
Ansicht der räumlichen Orientierung dieses PH-Rotamers in Abb. E19 wird deutlich, dass in 
dieser Anordnung eine simultane Wechselwirkung mit drei Heteroatomen (S, O, N) möglich 
ist. Das energetisch günstigste Rotamer des Cystins ist also auf den Oberflächen bevorzugt 
und dasselbe trifft auch für das SERS-Spektrum Cystein zu (vgl. Abb. E14), bei dem auch 
keine Beiträge von SH-Schwingungen mehr gefunden werden können (X   M), was eine 
Chemisorption beweist.  
Beim Insulin wird erneut der Einfluss des Polypeptid-Rückgrats deutlich, das die Besetzung 
des energetisch günstigeren Rotamers verhindern kann, wie es auch im SERS-Spektrum (vgl. 
Abb. E17) zu sehen ist. Im Raman-Spektrum des Insulins ist jedoch noch ein relativ großer 
Anteil der CS-Bindungen PH-konformiert. Im SERS-Spektrum des Insulins sind jedoch fast 
keine PH-Rotameranteile mehr detektierbar. Die CS-Bindungen des adsorbierten Insulins sind 
also PN- oder PC-konformiert, was vermutlich auf sterische Effekte des Polypeptid-Rückgrats 
zurückzuführen ist. Durch den Bruch mindestens einer Disulfidbrücke (s. Diskussion weiter 
oben), befinden sich auch mehr CS-Spezies im System (X   S-R und M), die die 
wahrnehmbare Aufspaltung dieser CS-Banden begründen und eine genaue Zuordnung 
behindern. Da das energetisch günstigste Rotamer an den CS-Bindungen (sowie an den SS-
Bindungen) auf den Oberflächen bevorzugt ist, kann man also allein anhand der stark 
geänderten Rotameranteile im Insulin auch eine geänderte Struktur des Insulins ableiten, da 




das Polypeptid-Rückgrat die Besetzung dieser Rotamere maßgeblich beeinflussen kann. 
Zusammenfassend lässt sich also hierbei sagen, dass sich die Schwingungen der SS- und CS-
Rotamere ausgezeichnet als Marker für Proteinstrukturen einsetzen lassen. 
Nun muss weiterhin berücksichtigt werden, dass Insulin unter bestimmten Bedingungen 
fibrillieren kann[334,335] und dass Nanopartikel einen Einfluss auf die Proteinfibrillation[336,337] 
haben können. Andere Studien beschreiben Au-Nanopartikel in Anwesenheit von Insulin als 
ein stabiles System, das keinerlei Anzeichen von Fibrillation aufweist.[309,338-340] Um jedoch 
komplett auszuschließen, dass es bei diesen Experimenten Beiträge von Fibrillation gibt, 
wurde ein Kontrollexperiment dazu durchgeführt. Unter gleichen Bedingungen wie bei 
Devlin et al.[334] (0,44 mM Insulin, pH 2, 60 °C) wurde ein Zehntel Volumenanteil der NP-
Suspension eingesetzt, um die Änderung der Trübung durch die Messung der Absorption bei 
360 nm UV-Vis-spektrometrisch zu beobachten. Innerhalb des Zeitraums der SERS-
Messungen fand sich weder bei den UV-Vis-Spektren ein Anzeichen von Fibrillation, noch 
bei der optischen oder mikroskopischen Inspektion.[309] 
Da sich eine mögliche Fibrillation im Bereich der Amid-Schwingungen aufspüren lässt, sei 
nachfolgend eine Dekonvolution des Amid I-Bereichs des Raman-Spektrums gezeigt. 
 





Abbildung E20: Dekonvolution (R2 > 0,99) des Amid I-Bereichs aus dem Raman-Spektrum 
von Insulin. uo: ungeordnet (unordered), ho: geordnete D-Helix (helix ordered), hu+sh: 
ungeordnete D-Helix und E-Faltblatt (helix unordered and sheet), t: Schleife (turn).[307,341-343] 
Die prozentualen Flächenverhältnisse der jeweiligen Sekundärstrukturelemente sind in 
Klammern angegeben. 
 
Bei den genannten aromatischen Seitenketten handelt es sich erneut um Phenylalanin, Tyrosin 
und Histidin. Die Sekundärstrukturelemente sind nach Williams und Dunker[341] untergeteilt: 
Geordnete Helices (ho) sind Elemente inmitten einer Helix mit zwei 
Wasserstoffbrückenbindungen. Die ungeordnete Helix (hu) beschreibt Elemente am Ende 
helikaler Strukturen, die nur eine Wasserstoffbrückenbindung besitzen und sich daher spektral 
von der anderen Helixstruktur unterscheiden. Und das Faltblatt (sh) beschreibt E-
Faltblattstrukturen (parallel und antiparallel), die sich spektral leider nicht mehr von der 
ungeordneten Helix auflösen lassen. Schleifenelemente (t) sind hingegen relativ gut von den 
anderen Strukturen spektral unterscheidbar. Nach Analyse der Strukturdaten von bovinem 
Insulin (pdb-Datei: 2A3G, monomer)[321] mit dem DSSP-Algorithmus von Kabsch und 
Sander[344] ergibt sich ein durchschnittlicher D-helikaler Anteil von 54 % und ein 11 %-iger 
Anteil für das E-Faltblatt. Diese Werte stimmen also relativ gut mit denen aus der 




Dekonvolution überein, insbesondere wenn man Fehlerbreiten und die spektrale Überlagerung 
von ungeordneter Helix (hu) und Faltblatt (sh) berücksichtigt. 
Insulin kann zu sogenannten Amyloid-Fibrillen[345] nukleieren, das sind geordnete 
Proteinaggregate, die mit intermolekularen E-Faltblattstrukturen[346] aneinander gehängt sind 
und räumlich ausgedehnte Ketten darstellen. Aus der Positivkontrolle des oben dargestellten 
Versuchs nach Devlin et al.[334], wurde nach etwa zwei Tagen ein fester Bestandteil (Aggregat 
aus vielen Fibrillen) aus der hochviskosen trüben Lösung entnommen und getrocknet, um die 
wesentlichen spektralen Merkmale einer Fibrillation zu erkennen und für das SERS-Spektrum 
ausschließen zu können.  
Nachfolgend ist ein Vergleich der Raman-Spektren von nativem und fibrilliertem Insulin 
gezeigt, in dem zusätzlich Regionen charakteristischer Schwingungen und Abweichungen 
gekennzeichnet sind: 
 
Abbildung E21: Vergleich der Raman-Spektren von festem Insulin (vgl. Abb. E15) und 
fibrilliertem Insulin (30 s Integrationszeit, 30 Co-Additionen, 50 mW, 785 nm). A I und A III 
kennzeichnen die jeweiligen Amid-Banden, die unter anderem durch die 
Sekundärstrukturelemente[307,308] D-Helices und E-Faltblätter verursacht werden.  Zur 
besseren Vergleichbarkeit sind die Spektren auf ihr jeweiliges Maximum normiert. 
 




Während sich der SS-Bereich der beiden Spektren relativ wenig unterscheidet, fallen im CS-
Bereich eine kleinere PH-Konformer-Beteiligung und ein gesteigerter Anteil der PN- und PC-
Rotamere nach Fibrillation auf. Die Fibrillation hat also einen Einfluss auf die Konformation 
der Disulfidbrücken, deren SS-Bindungen im Gegensatz zu den SERS-Messungen jedoch 
scheinbar intakt bleiben. Um etwa 1010 cm-1, also im Bereich der Phenylalanin-
Schwingungen, sind ebenfalls neue Beiträge zum Spektrum zu erkennen, die vermutlich auf 
das geänderte Peptid-Rückgrat[347] zurückzuführen sind.  
Bei den Amid-Schwingungen zeigen sich noch deutlich größere Unterschiede, die eine große 
Änderung in der Sekundärstruktur des Proteins belegen. Um diese Unterschiede zu 
quantifizieren, ist im Folgenden die Dekonvolution des Amid I-Bereichs gezeigt: 
 
Abbildung E22: Dekonvolution (R2 > 0,99) des Amid I-Bereichs aus dem Raman-Spektrum 
von getrockneten Insulin-Fibrillen. uo: ungeordnet (unordered), ho: geordnete D-Helix (helix 
ordered), hu+sh: ungeordnete D-Helix und E-Faltblatt (helix unordered and sheet), t: Schleife 
(turn).[307,308,341-343] Die prozentualen Flächenverhältnisse der jeweiligen Sekundärstruktur-
elemente sind in Klammern angegeben. 
 
Die Unterschiede der bestimmten Flächenverhältnisse der Dekonvolutionen der nativen und 
fibrillierten Insulin-Spezies sind in der nachstehenden Tabelle zusammengefasst: 
 




Tabelle E7: Flächenverhältnisse der Gaussians und Unterschiede der Dekonvolutionen des 





Nativ [%] Fibrilliert [%] 
uo 12 8 4 
ho 60 22 38 
hu+sh 16 48 32 
t 12 22 10 
Abkürzungen: uo: ungeordnet (unordered), ho: geordnete D-Helix (helix ordered), hu+sh: ungeordnete D-Helix 
und E-Faltblatt (helix unordered and sheet), t: Schleife (turn).[307,308,341-343] 
 
Aus dieser Tabelle wird deutlich, dass ungeordnete Struktur, aber besonders Helixstruktur, 
zugunsten der Faltblatt- und Schleifen-Struktur abgebaut werden. Auch in aktuellen Raman-
Studien[347-349] sind derartige Änderungen zu finden. In Summe lässt sich feststellen, dass die 
spektralen Charakteristika der Fibrillation nicht im SERS-Spektrum des Insulins zu erkennen 
sind. 
Abschließend ist festzuhalten, dass eine starke Beteiligung funktioneller Gruppen 
(Carboxylat, Phe, Tyr, His) in der Adsorption des Insulin auf nanoskaligen Gold-Oberflächen 
nachgewiesen werden konnte. In Konsequenz erzeugte dies einen konformativen Stress 
innerhalb der Proteinstruktur, der eine Entfaltung von Sekundärstruktur bewirkt. Dieses 
Ergebnis ist insoweit auch konsistent mit anderen Protein-Nanopartikel-Experimenten[72,99,322-
329]
, die in der Literatur der letzten Jahre zu finden sind. Da Einzelmolekül-Kraftmessungen 
zeigten, dass ein derartiger intramolekularer Stress die Stabilität und das RedOx-Verhalten 
von Disulfid-Bindungen stark verändern können[350,351], wird hier der Bruch mindestens einer 
Disulfidbrücke (R-tgg´, c, A6-A11, vgl. Abb. E16 und E18) im adsorbierten Insulin 
vermutet.[309] Oder anders ausgedrückt: Durch die Adsorption und Wechselwirkung 
funktioneller Gruppen des Insulins mit der Oberfläche werden intramolekulare Spannungen 
im Proteingerüst aufgebaut, die durch den Abbau von Sekundärstruktur und schließlich auch 
SS-Bindungen kompensiert bzw. ³entladen³ werden. Die Vielzahl der beobachteten 
Wechselwirkungen erklärt ebenfalls, warum Proteine nur sehr schlecht wieder von den 
nanopartikulären Oberflächen desorbieren, wie es oftmals in der Literatur berichtet 
wird.[47,72,99] 




4.4.1.3 Bovines Serumalbumin (BSA) 
 
Ausgehend von dem relativ kleinem Protein Insulin, kann nun mit den gesammelten 
Informationen ein Modellsystem höherer Komplexität angegangen werden. Hierfür wurde das 
bovine Serumalbumin gewählt, das ein relativ häufiges Protein im Organismus darstellt und 
darüber hinaus sehr gut bekannt und charakterisiert ist. 
Bei den Versuchen mit BSA wurde ähnlich wie beim Insulin der Ansatz, der 0,01 %-ig BSA 
in der Au-Nanoschalen-Suspension enthält, drei Stunden vor der Messung zur 
Gleichgewichtseinstellung inkubiert. Zur Steigerung der SERS-Intensität wurde jedoch kurz 
vor der BSA-Zugabe eine 0,1-molare KCl-Lösung im Verhältnis 1 zu 10 eingesetzt, um mehr 
Ähot spots³LP6\VWHm zu erzeugen und die Plasmonenresonanz in Richtung der nahinfraroten 
Anregungswellenlänge zu verschieben. Das Kolloid wurde also anfänglich zwar destabilisiert, 
allerdings wirkt sich die Adsorption von Serumalbumin auf die nanopartikulären Oberflächen 
wiederum sterisch stabilisierend aus, wie Gebauer et al.[228] zeigten. Ausgehend von der 
eingesetzten Menge BSA (~1,5 μM) ergeben sich ähnlich wie bei den Insulin-Experimenten 
etwa 104 Moleküle pro Nanopartikel, wenn man eine Nanopartikel-Konzentration von 
ungefähr 1011 Partikeln pro Milliliter voraussetzt. Unter Berücksichtigung der relativ kleinen 
Dissoziationskonstante von 33 r 3,2 nM[47] kann also von einer vollständigen 
Oberflächenbedeckung ausgegangen werden. 
Das Ergebnis des SERS-Experimentes wird in der folgenden Abbildung mit dem Raman-
Spektrum von festem BSA gegenübergestellt, wobei die für die Sekundärstruktur sensiblen 
Regionen wiederum hervorgehoben sind. 





Abbildung E23: Vergleich des Raman-Spektrums von festem BSA (5 s Integrationszeit, 60 
Co-Additionen, 100 mW, 785 nm) und dem SERS-Spektrum von BSA mit Gold-Nanoschalen 
(1 s Integrationszeit, 60 Co-Additionen, 10 mW, 785 nm). A I und A III kennzeichnen die 
jeweiligen Amid-Banden, die unter anderem durch Sekundärstrukturelemente[307,308] (D-
Helices) verursacht werden. Zur besseren Vergleichbarkeit sind die Spektren auf das 
Maximum ihres SS-Signals normiert. 
 
Es fallen zunächst einige Analogien zu dem SERS-Experiment des Insulins auf, denn auch 
hier zeigen sich deutliche Abnahmen typischer Schwingungen der Sekundärstrukturelemente. 
Außerdem bestätigen erneut die Beiträge der Seitenketten (Phe, Tyr, His, RCOO) die 
zahlreichen Wechselwirkungen mit der Oberfläche. Die einzelnen Zuordnungen der Banden 










Tabelle E8: Wellenzahlen und tentative Zuordnungen der Schwingungsmoden im Raman- und 
SERS-Spektrum (mit Au-Nanoschalen) von bovinem Serumalbumin 
(BSA)[84,91,95,168,307,308,316,352-355]. 
ࣇ෤  [cm-1] Raman ࣇ෤  [cm-1] SERS 
500-550 QSS (Rotamere) 500-550 QSS (Rotamere) 
620 Phe 601 Phe 
642 Tyr, Phe 640 Tyr, Phe 
650-780 QCS (Rotamere) 650-780 QCS (Rotamere) 
827, 851 Tyr-Dublett 848, 867 Tyr-Dublett 
940 CC Gerüstschwingung (D) 915 QCCOO 
958 CC Gerüstschwingung (t) 977 QCCOO 
1002 Phe 1003 Phe 
1030 Phe 1030 Phe 
1060-1158 QCN 1060-1160 QCN 
1173 QCCN und Phe/Tyr 1188 QCCN und Phe/Tyr 
1205 Tyr/Phe 1232 Tyr/Phe (und A III (rc) oder G(CH)) 
1243 A III (rc) 1276, 1293 GCH oder His (und A III (D)) 
1274 A III (D) 1329, 1356 GCH 
  1408 QsCOO 
1317, 1336 GCH 1442 GCH2 
1375-1490 GCH2 1497 Tyr 
1548 His/Trp und Amid II 1553 QasCOO, His/Trp und Amid II 
1566-1625 Phe, Tyr und His 1566-1625 Phe, Tyr und His 
1630-1710 A I (rc, D und t) 1630-1710 A I (D und rc) 
Abkürzungen: A: Amid, Q: Valenzschwingung (die Indizes s und as kennzeichnen die symmetrische bzw. 
asymmetrische Mode), G: Deformationsmode, His, Phe, Trp: Histidin-, Phenylalanin- bzw. Tryptophan-
Seitenkette, Tyr-Dublett: Fermi-Resonanz der Tyrosin-Seitenkette zwischen der Ringatmungsschwingung in der 
Ebene und der einer Biegeschwingung aus der Ebene heraus (Oberton), D: D-Helix, t: Schleife (turn), rc: 
Zufallsknäuel (random coil). 
 
Ebenfalls fällt auch hier, wie beim Insulin, erneut ein geändertes SS-zu-CS-
Intensitätsverhältnis zu erkennen auf, das im Folgenden genauer durch den Vergleich der 
Raman- und SERS-Spektren von BSA und Cystin beleuchtet wird: 





Abbildung E24: Vergleich der Raman- und SERS-Spektren von BSA (oben) und Cystin 
(unten). Zur besseren Vergleichbarkeit sind die Spektren auf das Maximum ihres SS-Signals 
normiert (Ausschnitt aus Abb. E23). 
 
Der Vergleich der Spektren zeigt, dass sich auch hier ein deutlich größerer Anteil der 
energetisch höheren CS-Rotamere PN und PC ergibt. Da die Schwingungen im CS-Bereich 
nicht alle zweifelsfrei zugeordnet werden bzw. nicht alle Schwingungen darin CS-Moden sein 
können, kann aus dem integralen CS-zu-SS-Verhältnis auch nicht das Ausmaß der 
Veränderung der Disulfidbrücken-Anzahl geschlossen werden. Man könnte jedoch vermuten, 
dass dies im Bereich von etwa 50 % Bindungsbrüchen liegen könnte, zumindest was den 
Anteil der detektierten Schwefel-basierten Moden angeht. Den Einfluss des einen freien 
Cysteinrestes und der vier Methioninreste lässt sich nämlich gegenüber der großen Anzahl der 
34 Disulfidbrücken-bildenden Cysteinreste vor dem Hintergrund der Anisotropie des 
Mediums in SERS-Experimenten nicht ganz vernachlässigen, da sich genau diese Reste in der 
Peripherie des BSA-Moleküls befinden. Allerdings lassen sich damit auch nicht die 
beobachteten großen Unterschiede zum Raman-Spektrum erklären. 




Um weiteres Licht auf diese Marker für Tertiärstruktur zu werfen, wurde  wie auch schon 
beim Insulin  eine Dekonvolution für das Raman- und SERS-Spektrum angesetzt. Zunächst 
muss allerdings die Struktur des BSA näher betrachtet werden, um die Konformationen der 
Disulfidbrücken festzustellen. Die räumliche Struktur des als trianguläres Prisma 
approximierbaren BSA (Kantenlänge ~8 nm, Höhe ~3 nm)[27] ist in der nachfolgenden 
Abbildung illustriert, wobei die Positionen der 17 Disulfidbrücken ebenfalls kenntlich 
gemacht sind: 
 
Abbildung E25: Schematische Darstellung der räumlichen Struktur von bovinem 
Serumalbumin (pdb-Datei: 4F5S, monomer)[356]. Die Positionen der Disulfidbrücken-
bildenden Cysteinreste sind durch die Kugelmodelle gekennzeichnet (gelb: Schwefel, grau: 
Kohlenstoff, rot: Sauerstoff, blau: Stickstoff). 
 
Das Ergebnis der visuellen Analyse in einem Strukturprogramm (ChemBio3D Ultra, Version 
12.0.2.1076), unter Berücksichtigung der Klassen nach Ozhogina und Bominaar[95] (vgl. 









Tabelle E9: Konformationen[95] und Häufigkeiten der Disulfidbrücken in bovinem 
Serumalbumin (BSA). Die Positionen entsprechen der jeweiligen Nummerierung von 
Aminosäuren in der Primärstruktur des Polypeptids. 
Positionen Disulfid-Rotamer Häufigkeit 
53-62, 75-91, 123-168,  
167-176, 264-278, 315-360,  
460-476, 513-558 
L-ggg 8 
90-101, 199-245, 277-288, 
391-437, 475-486, 557-566 L-ggg* 6 
244-252 L-tgg´ 1 
359-368 L-tgg 1 
436-447 R-tgt 1 
*: Struktur weicht von der gewöhnlichen L-ggg-Konformation etwas ab. 
 
Die meisten Disulfidbrücken im BSA gehören demnach zu der energetisch günstigsten ggg-
Klasse. Es kann allerdings nicht ganz sicher die Häufigkeit der Rotamere angegeben werden, 
da sechs Disulfidbrücken nicht eindeutig L-ggg-konformiert sind, sondern leicht davon 
abweichen. Dies kann auf Ungenauigkeiten bei der Röntgenstrukturanalyse oder auf 
konformative Fluktuationen zurückzuführen sein. Sofern diese Rotamere tatsächlich durch 
das Polypeptidrückgrat fixiert werden bzw. so in dem konformativen Ensemble vorkommen, 
sollte sich dies in den Spektren niederschlagen und eine Rotverschiebung zur Folge haben.  
Bei der folgenden Dekonvolution konnten diese Abweichungen jedoch nicht vollständig 
berücksichtigt werden, da diese Rotamere (L-ggg*) unterschiedlich stark von der L-ggg-
Konformation abweichen und deren Energien unbekannt sind. Die genauen Energien müssten 
erst noch quantenchemisch berechnet werden. Man kann allerdings antizipieren oder 
annehmen, dass die Energie dieser Rotamere ungefähr in dem Bereich EL-ggg t EL-ggg* t EL-tgg 
liegen müsste. Daher wurde bei der Dekonvolution eine größere Bandenbreite der tgg-Klasse 
zugelassen, um eben diesen Denkansatz bzw. diese Abweichungen von der L-ggg-Form 
hinreichend zu berücksichtigen. 





Abbildung E26: Vergleich der Dekonvolutionen (R2 > 0,99) des normierten Raman- (oben) 
und normierten SERS-Spektrums (unten) von BSA im Bereich der SS-Schwingungen. Die 
Flächenverhältnisse der zu den SS-Schwingungen zugehörigen Gaussians sind in den 
Klammern angegeben. 
 
Angefangen bei dem Raman-Spektrum verhalten sich die Flächenverhältnisse wie 11:7:1:1 
(L-ggg:[L-tgg + L-ggg*]:R-tgt:L-tgg´). Die natürlichen Häufigkeiten in Tab. E9 betragen 
8:7:1:1 in derselben Reihenfolge. Das Ergebnis der Dekonvolution korreliert relativ gut mit 
der natürlichen Häufigkeit, auch wenn die Häufigkeit des L-ggg-Konformers etwas 
überbestimmt ist. Wie auch schon bei der Diskussion der Insulin-Ergebnisse angedeutet, 
können beim wesentlich größeren BSA unmöglich alle Disulfidbrücken gleichzeitig in 
vergleichbarer Verstärkung im SERS-Spektrum detektiert werden, im Gegensatz zum Raman-
Spektrum, in dem alle SS-Bindungen in ähnlicher Effizienz eingehen. Daher kann nur aus 




dem geänderten SS-zu-CS-Intensitätsverhältnis auf den Bruch von Disulfidbrücken und damit 
auf die Änderung von Tertiärstruktur geschlossen werden.  
Zusätzlich geht aus dem Vergleich mit der Dekonvolution des Raman-Spektrums hervor, dass 
die sich Anteile der detektierten SS-Bindungen ändern und dass eine andere Klasse von 
Disulfidbindungen unerwartet auftaucht. Nach Beurteilung der relativen Energien[95] auf der 
Abszisse kann diese Klasse als g´gg´-Form diskriminiert werden, die die höchste relative 
Energie aller sechs Grundklassen besitzt. Die detektierten Rotamer-Klassen in dem SERS-
Spektrum haben also eine signifikant höhere Energie als im nativen Zustand und das 
demonstriert eindeutig den konformativen Stress, dem die adsorbierten BSA-Molekülen 
ausgesetzt sind bzw. waren. Es kann also hier nicht nur der Bruch von Disulfidbrücken 
diskutiert werden, sondern auch eine Umwandlung von SS-Konformation kleinerer in 
Konformationen höherer relativer Energie, bedingt durch Änderungen der Sekundärstruktur 
nach Wechselwirkung vieler Seitenketten mit den Oberflächen. Diese Umwandlungen in SS-
Rotamere höherer Energie können auch als Zwischenstufen im zeitlichen Verlauf der 
sequenziellen Denaturierung betrachtet werden. 
Weiterhin muss noch der Amid I-Bereich der Raman- und SERS-Messungen inspiziert 
werden, um einen genaueren Eindruck über das Ausmaß des konformativen Stresszustandes 
der BSA-Moleküle zu erhalten. Nach Strukturanalyse des bovinen Serumalbumins (pdb-
Datei: 4F5S, monomer)[356] mit der DSSP-Methode[344] ergibt sich ein dominanter helikaler 
Anteil von 73 %. Nachfolgend sind die Dekonvolutionen der Raman- und SERS-Spektren 
aufgeführt, wobei der ungeordnete Anteil (uo) nach David et al.[343] als kurze Ketten 
betrachtet werden sollten, die die D-helikalen Segmente miteinander verknüpfen. Daher 









Abbildung E27: Vergleich der Dekonvolutionen (R2 > 0,99) des normierten Raman- (oben) 
und normierten SERS-Spektrums mit Au (unten) von BSA im Amid I-Bereich. uo: ungeordnet 
(unordered), ho: geordnete D-Helix (helix ordered), hu: ungeordnete D-Helix (helix 
unordered), t: Schleife (turn).[307,308,341-343] Die Flächenverhältnisse der zu den Amid I-
Schwingungen zugehörigen Gaussians sind in den Klammern angegeben. 
 
Die subsummierten 65% (bestimmte Anteile für ho+hu) für die D-helikale Struktur im 
Raman-Spektrum von BSA stimmen also gut mit dem Literaturwert von 73% überein, wenn 
noch wie oben beschrieben, ein gewisser ungeordneter Anteil (uo) auf diesen Strukturtyp 
entfällt. Weiterhin kann festgestellt werden, dass sich zumindest der detektierte Anteil an 
Sekundärstruktur in seiner relativen Zusammensetzung signifikant ändert. Relativ gesehen 
steigert sich der hu-Anteil während der ho-Anteil deutlich verringert ist. David et al.[343] 
beobachteten ähnliche relative Änderungen der BSA-Struktur bei Denaturierungsversuchen, 
in denen sie die Disulfidbrücken mit DTT (Dithiothreitol) reduzierten. In Kombination mit 




diesen Experimenten kann daraus ein weiterer mechanistischer Schluss gezogen werden. 
Durch die Spaltung der Disulfidbrücken kann nämlich die Sekundärstruktur zerstört werden, 
die durch eben diese SS-Bindungen stabilisiert wird. In der Kette all dieser Kausalitäten steckt 
ein komplexes System negativer und positiver Rückkopplungen, das in der folgenden Tabelle 
vereinfacht zusammengefasst ist: 
 
Tabelle E10: Aus den beobachteten Effekten abgeleitete Sequenz der Proteindenaturierung 
durch nanoskalige Edelmetalloberflächen. 
Nummer  Beobachteter Effekt Rückkopplung 
1 
Interaktion proteinogener 
Seitenketten (Phe, Tyr, His, Trp, 





Steigende relative Anzahl 
energetisch höherer 
Disulfidbrücken-Konformationen  
4 Bruch von Disulfidbrücken 
 5 Sekundärstrukturverlust   
Abkürzungen: Phe: Phenylalanin, Tyr: Tyrosin, His: Histidin, Trp: Tryptophan, Glu: Glutaminsäure, Asp: 
Asparaginsäure, : positiv, : negativ. 
 
Nun stellt sich noch die Frage, ob derartige Änderungen auch mit anderen Nanopartikeln in 
SERS-Messungen beobachtet werden können. Dazu wurde ein Kontrollexperiment mit Silber-
Nanopartikeln unter ähnlichen Bedingungen angesetzt. Das resultierende SERS-Spektrum ist 
in der nachfolgenden Abbildung dem Raman-Spektrum von festem BSA gegenübergestellt. 
Die sensiblen Bereiche für die Sekundärstruktur sind bis auf den Amid I-Bereich 
hervorgehoben, der separat behandelt wird und zur besseren Übersichtlichkeit deswegen 
ausgeschlossen ist. 





Abbildung E28: Vergleich des Raman-Spektrums von festem BSA (5 s Integrationszeit, 30 
Co-Additionen, 20 mW, 488 nm) und dem SERS-Spektrum von BSA mit Gold-Nanoschalen 
(5 s Integrationszeit, 30 Co-Additionen, 20 mW, 488 nm). A III kennzeichnet eine Amid-Bande 
und wird durch Sekundärstrukturelemente[307,308] (D-Helices) verursacht. Zur besseren 
Vergleichbarkeit sind die Spektren auf das Maximum ihrer SS-Signals normiert. 
 
Was besonders auffällt, ist das noch größere CS-zu-SS-Signalverhältnis gegenüber dem 
SERS-Spektrum mit Au. Auch hier kann, wie bei den TPPTS-Messungen, eine Erklärung mit 
dem HSAB-Konzept[211] gewagt werden, das Silber als eine härtere Lewis-Säure als Gold 
vorsieht. Da in dem BSA relativ harte Lewis-Basen als Bindungspartner (N, O, S in 
funktionellen Gruppen) vorkommen, können mit Silber prinzipiell bessere Kombinationen 
gebildet werden als mit Gold. Dies schlägt sich anscheinend auch in der kleineren 
Gleichgewichtskonstante für die Desorption nieder, die nach Treuel et al.[47] auf Silber 
20 ± 1,1 nM beträgt und damit etwa 40 % kleiner ist als auf Gold. Vermutlich bewirkt genau 
dieser Unterschied, also die Stärke der Wechselwirkungen, einen größeren konformativen 
Stress der BSA-Moleküle auf den Ag-NP-Oberflächen, der ja schon ausgiebig als Ursache für 
SS-Bindungsbrüche erkannt wurde (vgl. Tab. E10).  
Außerdem fällt erneut auf, dass die noch vorhandenen detektierten Disulfidbrücken 
überwiegend Rotamere höherer Energie als im nativen Zustand sind. Der Ausschnitt in 




Abb. E28 zeigt weiter, dass der Hauptanteil hier wahrscheinlich auf das schon bei den BSA-
Messungen mit Au auffällige und energetisch höchste g´gg´-Rotamer entfällt, das in nativem 
BSA nicht vorkommt. 
Der Vollständigkeit halber ist nachstehend noch ein Vergleich der Amid III-Dekonvolutionen 
des Raman- und des SERS-Spektrums gegeben, um einen Eindruck über das Ausmaß der 
Veränderungen der Sekundärstruktur durch die BSA-Wechselwirkungen mit Silber-
Nanopartikeln zu gewinnen: 
 
Abbildung E29: Vergleich der Dekonvolutionen (R2 > 0,99) des normierten Raman- (oben) 
und normierten SERS-Spektrums mit Ag (unten) von BSA im Amid I-Bereich. uo: ungeordnet 
(unordered), ho: geordnete D-Helix (helix ordered), hu: ungeordnete D-Helix (helix 
unordered), t: Schleife (turn).[307,308,341-343] Die Flächenverhältnisse der zu den Amid I-
Schwingungen zugehörigen Gaussians sind in den Klammern angegeben. 
 




Auch wenn hier wiederum nicht der absolute Verlust der Sekundärstruktur quantifiziert 
werden kann, so zeigt die Dekonvolution des SERS-Spektrums qualitativ denselben Trend 
wie bei den Messungen mit dem Gold-Substrat. Es wird relativ zum Raman-Spektrum mehr 
ungeordnete Struktur detektiert, während deutlich weniger Anteile auf geordnete Helices und 
Schleifen entfallen. Der relative Anteil der ungeordneten Helices ändert sich im Gegensatz 
dazu nur unbedeutend.  
Zusammenfassend lässt sich also sagen, dass die Ergebnisse von Insulin und BSA große 
Ähnlichkeiten aufweisen, was einen allgemeinen Mechanismus bei der oberflächen-
katalysierten Denaturierung von Proteinen nahelegt (vgl. Tab. E10). Die Unterschiede belegen 
überdies, dass ein kleineres Protein prinzipiell weniger gleichzeitige 
Wechselwirkungsmöglichkeiten besitzt und daher auch weniger konformativen Stress 
erfahren kann, der für den sequenziellen Verlust von Sekundär- und Tertiärstruktur (Brüche 
von Disulfidbrücken) verantwortlich ist. Der Vergleich der beiden Modellsysteme 
demonstriert außerdem, dass es in einem kleinen Protein mit verschiedenen SS-Rotameren 
möglich ist, den Bruch bestimmter Disulfidbrücken zu diskriminieren. Dies ist scheinbar in 
größeren Proteinen schwieriger und lässt sich eher auf die einzelnen Klassen begrenzen. 




4.4.3 Denaturierung ohne Oberfläche 
 
Nachdem nun einige mechanistische Details bei der Denaturierung von Proteinen mit 
nanopartikulären Oberflächen bestimmt wurden, steht nun ein Vergleich mit anderen 
Denaturierungsmethoden an. Da die chemische Denaturierung (z.B. durch Reduktionsmittel) 
die Disulfidbrücken direkt beeinträchtigen würde, was jedoch im direkten Wiederspruch zu 
den Ergebnissen mit Cystin steht (vgl. 4.4.1.1), scheidet diese Art der Denaturierung als 
Referenz aus.  
Auch eine Denaturierung mit Druck ist prinzipiell für einen Vergleich ungeeignet und vom 
experimentellen Aufwand deutlich schwieriger. Der Druck müsste dabei auf eine Lösung 
wirken und dabei käme nur eine Kompression infrage, da eine Druckverringerung den 
Phasenübergang des Lösungsmittels erzwingen würde und den Messbereich zu stark 
einschränkt. Durch das Verdampfen würde nicht nur die Proteinkonzentration steigen, 
sondern durch die auftretenden Gasbläschen wäre das System nicht mehr valide 
spektroskopierbar. Eine Kompression des Proteins würde sich eher gegenteilig zu einer 
Nanopartikel-Exposition verhalten, da sich das Protein auf den Oberflächen ausbreiten bzw. 
entfalten kann. Ebenfalls kann eine Kompression die natürliche Konformationsdynamik des 
Proteins verringern. Das ist zwar vergleichbar mit fortgeschrittenen Zuständen der 
Proteinadsorption, bei dem translatorische und rotatorische Freiheitsgrade zugunsten der 
Schwingung durch die Vielzahl der Bindungen (Chelat) zum Nanopartikel verloren gehen, 
aber das würde die Konformationsdynamik zu früh im Denaturierungsvorgang 
beeinträchtigen. Somit könnte der höhere Druck das System über einen anderen 
mechanistischen Pfad lenken. 
Eine Denaturierung durch pH-Änderung wäre ebenfalls deutlich verschieden von der mit 
Nanopartikeln, da Änderungen der geladenen Gruppen Proteinfaltungen hervorrufen könnten, 
die an den Oberflächenladungen so nicht möglich sind. Außerdem könnte die De- bzw. 
Protonierung des Amidrückgrates allerdings die gleichzeitige Änderung vieler 
Sekundärstrukturelemente verursachen. Das wäre angesichts des anisotropen Protein-
Nanopartikel-Systems vermutlich viel zu homogen, um eine Vergleichbarkeit zu 
gewährleisten.  
Eine mögliche thermische Denaturierung würde mechanistisch gesehen eine gesteigerte 
Konformationsdynamik hervorrufen. Diese ausgeprägtere Konformationsdynamik ist 




theoretisch eher mit den sequenziell erzwungenen Änderungen der Protein-Konformationen 
auf NP-Oberflächen vergleichbar. Beispielsweise könnte die mit der Temperatur größer 
werdende kinetische Energie ähnliche Protein-Entfaltungen wie auf der NP-Oberfläche 
bewirken. Aus diesen Gründen wurde die thermische Proteindenaturierung gewählt, um sie 
mit der beobachteten Denaturierung durch Nanopartikel zu vergleichen und um tiefergehende 
Informationen über den chronologischen Ablauf der beteiligten Vorgänge zu erhalten. 
Wie schon in den Grundlagen (vgl. Kap. 2.6) erwähnt, eignet sich die 2DCOS-Methode 
ausgezeichnet für eine Analyse zeitlicher Ereignisse und deswegen ist ihr Einsatz hier logisch. 
Bei der Auswahl eines geeigneten Proteinsystems musste berücksichtigt werden, dass das 
Protein eine sehr hohe Wasserlöslichkeit wegen der inhärent schwachen Raman-Streuung 
besitzen muss, keine Fluoreszenz bei der Anregungswellenlänge (785 nm) in Lösung besitzen 
darf und darüber hinaus gut bekannt bzw. relevant im Hinblick auf den nanotoxikologischen 
Kontext sein sollte (biologische Bedeutung und Häufigkeit). Insulin erfüllt wegen der 
geringen Löslichkeit diese Anforderungen nicht komplett. Bei Vorversuchen mit dem BSA 
hat sich gezeigt, dass der selbst im Nahinfraroten immer noch mäßig auftretende Fluoreszenz-
Hintergrund das Raman-Spektrum entscheidend maskiert und für eine sensible 
Korrelationsanalyse unbrauchbar macht. Als geeignetes Modellprotein stellte sich schließlich 
das Lysozym heraus, das eine sehr große Wasserlöslichkeit besitzt und bei 785 nm 
Wellenlänge keine Fluoreszenz aufweist. 
Die resultierenden Spektren von Lysozym sind in der folgenden Abbildung zu sehen. Der 
dazu verwendete Aufbau und die experimentellen Bedingungen sind in Kapitel 3.4 
beschrieben. 





Abbildung E30: Temperaturabhängige Serie der Raman-Spektren von Lysozym. 
Charakteristische Schwingungen sind an der oberen Achse gekennzeichnet. 
 
Diese Abbildung fasst zwar alle dreifach gemittelten Spektren vollständig zusammen, jedoch 
sind die in den für Sekundär- und Tertiärstruktur sensiblen Schwingungen vorhandenen 
Unterschiede nur schwer zu erkennen. Deswegen müssen diese einzelnen Bereiche separat 
betrachtet werden, um Schlüsse über Strukturänderungen abzuleiten. Angefangen beim 
Amid I-Bereich, stellvertretend für Sekundärstruktur, zeigt sich eine signifikante Abnahme 
von D-helikaler Struktur zugunsten der E-Faltblattstruktur: 





Abbildung E31: Ausschnitte der temperaturabhängigen Serie der Raman-Spektren von 
Lysozym aus dem Amid I-Bereich der Abb. E30. 
 
Derartige Änderungen sind bereits aus den Experimenten zu der Insulin-Fibrillation bekannt 
und sind auch nicht ungewöhnlich, da eine Lysozym-Lösung ebenfalls ein fibrillierbares 
System[357-359] darstellt. Was dennoch interessant ist, ist die mit steigender Temperatur 
evolvierende Bande um 1785 cm-1 (vgl. Ausschnitt in Abb. E31), die in der Literatur bisher 
noch nicht beschrieben wurde. Der Ursprung muss mit der Bildung der Fibrillen 
zusammenhängen. Es könnte sich bei der Bande um eine Amid I-Schwingung handeln, die 
speziell der fibrillaren Struktur zugehörig ist. Um dies zu klären, könnte ein 
Isotopenexperiment in D2O angesetzt werden, das dann durch den H-D-Austausch an den 
NH-Bindungen eine Rotverschiebung der Amidbanden im Raman-Spektrum bewirken würde. 
Da von dieser Bande allerdings keine Interpretationen abhängen, wurde auf eine 
weitergehende Analyse verzichtet. 
In Anbetracht der gravierenden Änderungen der Sekundärstruktur gilt es nun zu klären, ob die 
beobachtete Denaturierung reversibel verläuft. Da nach Blumlein und McManus[360] Faktoren 
wie pH-Wert, Temperatur und Ionen-Konzentrationen in der umgebenden 
Lösungsmittelphase, das Ausmaß der Reversibilität der Lysozym-Denaturierung stark 




beeinflussen, wurde ein Kontroll-Experiment dazu angesetzt. In diesem Experiment wurden 
Temperatur-Zyklen durchlaufen, in denen jeweils nach Inkubation bei einer bestimmten 
Temperatur wieder die Ausgangstemperatur (25 °C) thermostatisiert wurde. Die 
Differenzspektren der verschiedenen Temperaturen sind nachfolgend abgebildet: 
 
Abbildung E32: Differenzspektren der Gleichgewichtsmessungen von Lysozym zwischen 
verschiedenen Temperaturen. 
 
Die erhaltenen Differenzspektren belegen, dass die Umwandlungen im Lysozym bis 
einschließlich 60 °C weitgehend reversibel sind. Bei 65 und 70 °C deutet sich bereits ein 
irreversibles Ereignis an, was in etwa mit Ergebnissen von Xu et al.[361] im Einklang steht. Ab 
einer Temperatur von 75 °C steigert sich das Ausmaß der Irreversibilität noch einmal 
erheblich. Anhand dieser Daten lässt sich auch eine Art 2-Stufen-Prozess der Lysozym-
Fibrillation vermuten, der auch in der aktuellen Literatur[361-363] beschrieben wird. Des 
Weiteren scheint es so, dass die Amid I-Bande eher einen Rückgang der Reversibilität zu 
verzeichnen hat als die Disulfid-Bande. Dies lässt sich aber nicht anhand der Amid III-Bande 
bestätigen und daher könnte es sich hierbei auch um ein Artefakt des Hintergrundes bei der 
Differenzbildung handeln, was häufig bei Differenzspektren zu Fehlern und 
Missinterpretationen führen kann. 




Als nächstes wird ein Blick auf die Disulfidbrücken geworfen, deren temperaturabhängige 
Schwingungen nachfolgend gezeigt sind: 
 
Abbildung E33: Ausschnitte der temperaturabhängigen Serie der Raman-Spektren von 
Lysozym aus dem SS- bzw. CS-Bereich der Abb. E30. 
 
Vorab ist eine Betrachtung der CS-Schwingungen nötig, die eine leichte Abnahme der 
Intensität mit der Temperatur zeigen. Diese Abnahme findet sich aber auch in anderen 
Bereichen des Spektrums und ist daher systemisch bedingt. Die Fibrillation der Lysozym-
Lösung mündet in einem transparenten Gel, das andere optische Eigenschaften aufweist wie 
eine Lösung, deren Brechungsindizes und optische Dichten spürbar voneinander abweichen. 
Diese Faktoren beeinflussen entweder das Fokusvolumen selbst und/oder die erreichbare 
Leistungsdichte im Fokusvolumen, wodurch sich natürlich die beobachtbare spektrale 
Intensität verringert. Jedoch kann allein durch diese Veränderungen die Abnahme der SS-
Intensität nicht annähernd erklärt werden, wenn man die Intensitäten der SS- und CS-
Schwingungen miteinander vergleicht. Vielmehr kann hier erneut der Bruch von 
Disulfidbrücken angenommen werden. Die folgende Abbildung zeigt die räumliche Struktur 
des Lysozyms, die durch vier Disulfidbrücken stabilisiert wird: 
 





Abbildung E34: Schematische Darstellung der räumlichen Struktur von Lysozym (pdb-Datei: 
2LYZ)[364]. Die Positionen der Disulfidbrücken a, b, c und d sind ebenfalls markiert, die sich 
in der Primärstruktur an den Stellen 5-127, 30-115, 64-80 und 76-94 befinden. Grün: D-
Helix, blau: E-Faltblatt. 
 
Auch hier lassen sich wiederum die Konformationen der Disulfidbrücken nach Ozhogina und 
Bominaar[95] (vgl. Abb. G4) aus den Strukturdaten bestimmen. Das Ergebnis der visuellen 
Analyse ist in der folgenden Tabelle zusammengefasst: 
 
Tabelle E11: Konformationen[95,364] und Häufigkeiten der Disulfidbrücken in Lysozym. Die 
Positionen entsprechen der jeweiligen Nummerierung von Aminosäuren in der 
Primärstruktur des Polypeptids. 
Positionen Disulfid-Rotamer Häufigkeit 
5-127, 30-115 L-ggg 2 
64-80 R-ggg´ 1 
76-94 R-tgg 1 
 
Darauf aufbauend wurde eine Dekonvolution der Spektren bei 25 und 80 °C vorgenommen, 
wobei einerseits eine Basislinie angelegt wurde, um einer möglichen ÄhEHUSDUDPHWULVLHUXQJ³
vorzubeugen und andererseits nur möglichst ganzzahlige Ergebnisse berücksichtigt wurden. 
Ganzzahlige Resultate widersprechen zwar dem Verständnis von Partikel-Ensembles, jedoch 
ermöglicht dies eine trivialere Betrachtung. Ergebnisse mit ganzen Vielfachen wurden 
allerdings bevorzugt berücksichtigt, da sich ansonsten zu viele Lösungen bei der 
Dekonvolution ergeben können, die lediglich virtuell sind oder nur statistische Relevanz 
haben können. 





Abbildung E35: Vergleich der Dekonvolutionen (R2 > 0,99) der Raman-Spektren bei 25 °C 
(oben) und 80 °C (unten) von Lysozym im Bereich der SS-Schwingungen. Die 
Flächenverhältnisse der zu den SS-Schwingungen zugehörigen Gaussians sind in den 
Klammern angegeben. 
 
Unter Berücksichtigung der relativen SS-zu-CS-Intensitäten aus Abb. E34 kann man 
schließen, dass sich die Menge der nativ vorhandenen SS-Bindungen beim Übergang von 25 
zu 80 °C in etwa halbiert. In ganzzahligen Vielfachen gedacht müssten also zwei 
Disulfidbrücken im Lysozym brechen, vorausgesetzt es handelt sich um ein Partikel-
Ensemble, in dem das Gros der Moleküle eine relativ einheitliche Konformation und 
Konfiguration aufweisen. Die spektralen Dekonvolutionen aus Abb. E35 belegen, dass sich 
das natürliche Verhältnis der Zahlen bei 25 °C von etwa 2:1:1 (L-ggg:R-tgg:R-ggg´) zu 
ungefähr 1:1 (L-ggg:R-tgg) bei 80 °C ändert. Die gebrochenen Disulfid-Bindungen können 




daher nach Tab. E11 auf die Positionen 5-127 oder 30-115 und 64-80 unter Berücksichtigung 
der relativen Energien[95] eingegrenzt werden. 
Um zu demonstrieren, wie die beobachteten strukturellen Änderungen miteinander 
korrelieren, sind die temperaturabhängigen Intensitäten der D-helikalen Schwingungen (CC- 
und Amid-Bindungen) und die der Disulfidbrücken in einem Diagramm miteinander 
verglichen: 
 
Abbildung E36: Vergleich der temperaturabhängigen Raman-Intensitäten von Lysozym im 
Bereich der SS-, CC- und Amid I-Schwingungen. Der Ausschnitt korreliert gesondert die CC- 
und Amid I-Intensitäten gegenüber der SS-Intensität. Die Linien dienen nur, um die 
ausgeprägte Linearität zu verdeutlichen. 
 
Diese Auftragungen demonstrieren, dass die Signale der D-Helix und der Disulfidbrücken 
einen sehr ähnlichen Verlauf besitzen. Insbesondere der Ausschnitt, in dem die Intensitäten 
gegeneinander aufgetragen sind, bestätigen die ausgeprägte Proportionalität. Die D-Helices 
und die Disulfidbrücken ändern sich also gleichermaßen und nach dem selben Mechanismus. 
Die leicht unterschiedlichen Geradensteigungen der linear Abhängigen (vgl. Ausschnitt in 
Abb. E36) sind im Wesentlichen nur durch die verschiedenen Streuquerschnitte der 
funktionellen Gruppen bedingt. 




Weiterhin deuten diese Auftragungen zwar erneut auf einen 2-Stufen-Prozess hin, aber sie 
sind nicht aussagekräftig genug, um eine Chronologie der Denaturierungssequenz 
aufzustellen bzw. eine zeitliche Abfolge der abhängigen Änderungen der Sekundärstruktur 
und der Disulfidbrücken abzuleiten. An dieser Stelle kommt die zweidimensionale 
Korrelationsspektroskopie (2DCOS) zum Einsatz. Die folgende Abbildung zeigt das Ergebnis 
der synchronen 2D-Korrelation im Bereich der SS-Schwingungen: 
 
Abbildung E37: Dreidimensionale Darstellung mit Projektion der synchronen 2D-
Korrelation der temperaturabhängigen Raman-Spektren von Lysozym im Bereich der 
Disulfidbrücken. 
 
Diese Darstellung zeigt zwar den Charakter der resultierenden Matrix, jedoch ist nur die 
Projektion für eine übersichtliche Auswertung geeignet. Daher ist im Folgenden die 
Projektion der dreidimensionalen Matrix-Daten in eine 2D-Farbabbildung gegeben: 





Abbildung E38: Synchrones 2D-Korrelationsspektrum der temperaturabhängigen Raman-
Spektren von Lysozym im Bereich der Disulfidbrücken. 
 
Die Peaks auf der Diagonalen sind die sogenannten Autopeaks und haben relativ wenig 
Aussagekraft. Wichtiger sind jedoch die Kreuzpeaks oberhalb und unterhalb der Diagonalen, 
die sich auf beiden Seiten der Diagonalen spiegeln. Bei einem positiven Kreuzpeak ändern 
sich die korrelierenden Banden auf den beiden Achsen als Funktion der Störung (steigende 
Temperatur) in der selben Richtung.[193] Bei negativem Vorzeichen ändern sich die 
Intensitäten der beiden spektralen Variablen in entgegengesetzter Richtung.[193] Da einige 
Banden in diesem Bereich nicht zweifelsfrei zugeordnet werden können und es in dieser 
Analyse eher auf die Disulfidbrücken ankommt, sind auch nur die zugehörigen 
Disulfidbanden in der Abbildung E38 gekennzeichnet. Allerdings kann erst in Kombination 
mit dem Ergebnis der folgenden asynchronen 2DCOS eine Sequenz abgeleitet werden: 
 





Abbildung E38: Synchrones 2D-Korrelationsspektrum der temperaturabhängigen Raman-
Spektren von Lysozym im Bereich der Disulfidbrücken. 
 
Die zur Sequenzanalyse der Disulfidbrücken-Änderungen notwendigen Korrelations-
parameter sind in der nachfolgenden Tabelle zusammengefasst: 
 
Tabelle E12: 2D-Korrelationspaare der temperaturabhängigen Raman-Messungen von 
Lysozym im Bereich der Disulfidbrücken. 
Nr. Synchrone Paare 
x/y [cm-1] 
Asynchrone Paare 
x/y [cm-1] Sequenz 
1 515/506 () 515/506 () wird () o NR 
526,515 < 506 2 526/506 () 526/506 () 
3 526/515 () 526/515 (0) 
Abkürzungen: (),(): positiver  bzw. negativer Korrelationspeak, (0): keine klare Korrelation, da die 
Korrelationsmatrix an dieser Stelle eher gegen Null tendiert als einen signifikanten Extremwert liefert. Daher 
wird die Änderung dieser spektralen Variablen als gleichzeitig im Verlaufe der Pertubation angenommen, NR: 
Noda´s Regel[193] (bedeutet einen Vorzeichenwechsel), <: ändert sich vor. 
 
Da die Regeln der 2DCOS[193] bei einem positiven Vorzeichen () die Änderung der ersten 
spektralen Variablen auf der Abszisse vor der Änderung auf der Ordinate voraussagen (bei 
einem () entsprechend umgekehrt), ergibt sich eben diese Sequenz. Die Disulfidbrücken-




Rotamere R-tgg und R-ggg´ (vgl. c bzw. d in Abb. E34 und E35) ändern sich also bevor sich 
die spektrale Intensität des energetisch niedrigsten Konformers L-ggg verringert (vgl. a und b 
in Abb. E34 und E35). Aus der synchronen Korrelation von c (515 cm-1) und d (526 cm-1) 
lässt sich ablesen, dass sich das energetisch höchste R-ggg´-Rotamer und das R-tgg-
Konformer in entgegengesetzter Richtung ändern. Unter Berücksichtigung der Spektren in 
Abb. E33 lässt sich daher entweder Umwandlung von d in c interpretieren, bevor diese SS-
Bindungen brechen, oder direkt brechen, denn die relative Intensität des R-tgg-Konformers 
ändert sich kaum (vgl. Dekonvolutionen in Abb. E35). Weiterhin lässt sich unter 
Einbeziehung der aus den Dekonvolutionen geschlossenen SS-Bindungsbrüchen (zwei von 
vier) und den 2D-Korrelationen sagen, dass sich die Intensität der L-ggg-Rotamer-Bande (a 
und b) erst signifikant nach diesen Änderungen verringert. Das bedeutet, dass eine 
ganzzahlige L-ggg-Rotamer-Intensität erst nach Umwandlung oder Bruch der energetisch 
höchsten SS-Bindung R-ggg´ (d) verloren geht. Sofern dies keine ungünstigen 
Konstellationen von Populationen innerhalb des Teilchen-Ensembles sind, lässt sich daher 
schlussfolgern, dass Anteile von d sukzessive in c umgewandelt werden und brechen, oder 
direkt brechen. Erst daraufhin sollte der Bruch von a bzw. b folgen. 
Bevor die Gesamtsequenz nun weiter analysiert werden kann, ist es hilfreich die 
charakteristischen Schwingungen der Sekundärstrukturelemente anhand des Amid I-Bereiches 
(vgl. Abb. E31) separat zu betrachten. Nachfolgend sind das synchrone und asynchrone 2D-
Korrelationsspektrum dieses Bereiches gezeigt, wobei der einzige zur Sequenzanalyse 
erforderliche Korrelationspeak (zwischen der D-Helix und dem E-Faltblatt) entsprechend 
gekennzeichnet ist: 
 





Abbildung E40: Synchrones 2D-Korrelationsspektrum der temperaturabhängigen Raman-




Abbildung E41: Asynchrones 2D-Korrelationsspektrum der temperaturabhängigen Raman-
Spektren von Lysozym im Bereich Sekundärstruktur-Schwingungen (Amid I). 




In diesem spektralen Bereich sind sehr viele Korrelationen im asynchronen Spektrum zu 
erkennen, die allerdings auf das Rauschen und auf die vielen Einzelbeiträge der 
zusammengesetzten Bande zurückzuführen sind. Das für die Interpretation notwendige 
Korrelationspaar 1 trägt jedoch mit hinreichender Intensität bei, insbesondere im synchronen 
Spektrum. In der folgenden Tabelle befinden sich die Daten dieses Korrelationspaares und die 
daraus abgeleitete Sequenz: 
 
Tabelle E13: 2D-Korrelationspaare der temperaturabhängigen Raman-Messungen von 
Lysozym im Bereich der Sekundärstruktur-Schwingungen (Amid I). 
Nr. Synchrones Paar 
x/y [cm-1] 
Asynchrones Paar 
x/y [cm-1] Sequenz 
1 1685/1657 () 1685/1657 () wird () o NR 1657 < 1685 
Abkürzungen: (),(): positiver  bzw. negativer Korrelationspeak, NR: Noda´s Regel[193] (bedeutet einen 
Vorzeichenwechsel), <: ändert sich vor. 
 
Demnach ergibt sich eine Sequenz, in der sich zuerst die D-helikalen Strukturen verringern 
bevor der Anteil der E-Faltblattstrukturen ansteigt. 
Wie die Änderungen der Disulfidbrücken mit den Änderungen der in den Amid I-
Schwingungen enthaltenen Informationen der Sekundärstruktur korrelieren, kann in einer 
Kreuzkorrelation der jeweiligen Schwingungsbeiträge analysiert werden. Nachstehend sind 
daher das synchrone und asynchrone Korrelationsspektrum dargestellt: 
 





Abbildung E42: Synchrones 2D-Kreuzkorrelationsspektrum der temperaturabhängigen 
Raman-Spektren (25-66 °C) von Lysozym im Bereich der Disulfidbrücken- und 




Abbildung E43: Asynchrones 2D-Kreuzkorrelationsspektrum der temperaturabhängigen 
Raman-Spektren (25-66 °C) von Lysozym im Bereich der Disulfidbrücken- und 
Sekundärstruktur-Schwingungen (Amid I). 




Die 2D-Spektren zeigen teilweise recht schwache Korrelationen zwischen den Disulfid- und 
Amid-Schwingungen, von denen nicht alle berücksichtigt werden können, da es sich hierbei 
auch um Artefakte oder Interferenzen handeln kann. Deswegen wurden auch nur die Raman-
Spektren zwischen 25 und 66 °C für die 2D-Analyse herangezogen, weil die Korrelationen 
mit allen Daten zu widersprüchlicheren Ergebnissen führen. Dies liegt vermutlich daran, dass 
sich die Spektren im Bereich von 66-80 °C nicht mehr stark in der Akzentuierung, aber in 
ihrer absoluten Intensität (Hintergrund) ändern, wie bereits weiter oben diskutiert wurde. Auf 
die anderen Korrelationen hatte dieser Effekt allerdings keinen qualitativen Einfluss, da 
dieselben Bereiche miteinander korreliert wurden. Wenn sich der durch die Fibrillation 
evolvierende spektrale Hintergrund in den verschiedenen Bereichen unterschiedlich ausprägt, 
so kann dies Fehlkorrelationen nach sich ziehen. Daher war es sinnvoll, die 2DCOS nur bis zu 
dem Bereich der beginnenden Fibrillation, also bis zur Irreversibilitätsgrenze bzw. 
Phasenveränderung, anzuwenden. 
Das asynchrone Korrelationspaar 6 (vgl. Abb. 43) ist hierbei als nicht korrelierend bewertet 
worden, weil es sich einerseits in einer stark konvergenten Zone befinden und andererseits 
weil dieses Paar ansonsten widersprüchliche Ergebnisse (526 < 1657) gegenüber den anderen 
relativ sicheren Korrelationen liefert. Die kombinierten Ergebnisse aller Korrelationen sind in 
der nachstehenden Tabelle zusammengefasst: 
 
Tabelle E14: 2D-Kreuzkorrelationspaare der temperaturabhängigen Raman-Messungen von 
Lysozym im Bereich der Disulfidbrücken- und Sekundärstruktur-Schwingungen (Amid I). 
Nr. Synchrone Paare 
x/y [cm-1] 
Asynchrone Paare 
x/y [cm-1] Kombinierte Gesamtsequenz* 
1 506/1685 () 506/1685 () wird () o NR 
1657 < 526,515 < 506 < 1685 
2 506/1657 () 506/1657 () 
3 515/1685 () 515/1685 (0) 
4 515/1657 () 515/1657 () wird () o NR 
5 526/1685 () 526/1685 () wird () o NR 
6 526/1657 () 526/1657 (0) 
Abkürzungen: (),(): positiver  bzw. negativer Korrelationspeak, (0): keine klare Korrelation, da die 
Korrelationsmatrix an dieser Stelle eher gegen Null tendiert als einen signifikanten Extremwert liefert, NR: 
Noda´s Regel[193] (bedeutet einen Vorzeichenwechsel), <: ändert sich vor, *: die Sequenz wurde entsprechend 
mit den Ergebnissen in Tab. E12 und E13 verglichen und komplettiert. 
 
Summa summarum kann nun folgende Gesamtsequenz für die thermische Denaturierung von 
Lysozym angegeben werden: 




( ) ( ) ( ) ( ) ( )
Disulfidbrücken
Į+HOL[   5 ´,R-   L-   ȕ)DOWEODWWggg tgg ggg




Vorangestellt ist also der Verlust von D-Helix, der den sequentiellen Bruch der R-ggg´ (d) 
und der L-ggg-Disulfidbrücken (a oder b) initiiert. Erst danach sind die Voraussetzungen 
gegeben, die die Bildung der intermolekularen E-Faltblatt-Strukturen ermöglichen. Diese 
Sequenz ist im Groben konsistent mit der bei den SERS-Experimenten interpretierten Abfolge 
von Prozessen während der durch die NP-Oberflächen katalysierten Denaturierung (vgl. 
Tab. E10). Unterschiede liegen eher in der umgekehrten energetischen Reihenfolge der SS-
Bindungsbrüche und im Endergebnis, bei dem eine Oberflächenstruktur fixiert wird anstatt 
einer supramolekularen Struktur ³identischer³ Monomere. Obwohl unterschiedliche Ursachen 
vorliegen, also erhöhte thermische Bewegungen und Wechselwirkungen mit einer Oberfläche, 
so findet dennoch eine vergleichbare Sequenz in der Denaturierung statt. Zum einen können 
durch die nanoskaligen Oberflächen durch Wechselwirkungen mit proteinogenen Seitenketten 
direkt oder indirekt Wasserstoffbrückenbindungen gelöst werden, die zum Abbau D-helikaler 
Strukturelemente führen, und zum anderen können die thermischen Molekülbewegungen die 
Wasserstoffbrücken der D-Helix direkt beeinflussen.  
Ein systematischer Unterschied liegt eher in dem Abbau der Disulfidbrücken vor, denn bei 
der thermischen Denaturierung ist es zunächst sinnvoll, dass die energetisch höchste Bindung 
zuerst gebrochen wird. Danach bricht vermutlich eine der energetisch niedrigeren 
Disulfidbindungen, was wiederum Parallelen zu der oberflächenkatalysierten Denaturierung 
bestärkt. Die Gründe hierfür können allerdings komplett verschieden sein, da sich die eine der 
energetisch niedrigen Disulfidbrücken zwischen zwei Molekülteilen befindet, die vielleicht 
größere mechanische Scherkräfte bei ihrer thermischen Bewegung aufbringen können. Dies 
ist vermutlich für die SS-Bindung a zutreffend (vgl. Abb. E34, 5-127), da diese nahe an dem 
Terminus liegt, der potentiell weniger molekulare Wechselwirkungen zum Molekülrest 
aufbringen kann und daher leichter eine Translation durch die erhöhte Temperatur erfahren 
könnte. Um dies zu klären, könnte man eine moleküldynamische Simulation anstrengen, die 







Die Wechselwirkung zwischen Biomolekülen und nanoskaligen Oberflächen kann zu 
Strukturänderungen und katalytischen Prozessen führen. Diese und andere mögliche 
Wechselwirkungen werden in dieser Arbeit mittels Raman-Spektroskopie und 
oberflächenverstärkter Raman-Spektroskopie (SERS) untersucht. 
Die notwendigen Grundlagen für das Verständnis der Wechselwirkungen zwischen Proteinen 
und Nanopartikeloberflächen werden dazu sukzessiv an kleineren Modellsystemen in 
aufsteigender Komplexität erarbeitet. Angefangen bei Versuchen zur Oberflächen-
funktionalisierung wird der Effekt deutlich, dass die Konzentration einerseits einen Einfluss 
auf die Austauscheffizienz und andererseits auf die Adsorptionsgeometrie der Liganden hat. 
In weiterführenden Experimenten wird gezeigt, dass auch der über den pH-Wert steuerbare 
Ionisierungszustand dissoziierbarer Adsorptive nicht nur die Adsorptionsgeometrie stark 
beeinflusst, sondern auch katalytische Reaktionen initiieren kann. 
Der Hauptteil der Arbeit beschäftigt sich unter Berücksichtigung der erarbeiteten Grundlagen 
mit der Wechselwirkung von Proteinen mit Nanopartikeln. Speziell hierfür wird Cystin als 
Modellsystem für Disulfidbrücken eingeführt. Dazu wird die Wechselwirkung des Cystins mit 
Nanopartikeln aus Silber und Gold umfangreich analysiert, um vor allem die chemische Lage 
des Gleichgewichtes proteinogener Disulfidbindungen auf Nanopartikeln abzuleiten. Die 
Disulfidbrücken dienen weiterhin als Marker für die Tertiärstruktur von Proteinen, um den 
katalytischen Einfluss der Nanopartikel auf die Proteindenaturierung zu demonstrieren.  
Bei den Experimenten mit dem Cystin-Modell stellte sich heraus, dass der natürliche Zustand 
einer Disulfidbrücke auf Nanopartikeln in der dimeren Form liegt, auch wenn sich dabei 
gewisse konformative Änderungen zeigen. Es scheint eher so, als wenn die Oberflächen der 
Nanopartikel die Umwandlung des monomeren Cysteins zu Cystin katalysieren, wie anhand 
der beobachteten Reaktionskinetik vermutet werden kann. Daher konnten die in den 
Proteinmessungen aus der Änderung des nativen CS-zu-SS-Intensitätsverhältnisses 
geschlossenen Brüche der Disulfidbrücken nicht auf einen chemischen Effekt zurückgeführt 
werden. Die Brüche der Disulfidbrücken wurden daher als Folge von konformativem Stress 
innerhalb der Polypeptidkette interpretiert, da dieser durch den ebenfalls auftretenden Verlust 





Konformationsanalyse von Proteinstrukturdaten, unter Berücksichtigung relativer Energien 
der Disulfidbindungen, die Bindungsbrüche individueller Disulfidbrücken im Proteingerüst 
demonstriert werden. Aus den gewonnenen Daten wurde abschließend ein allgemeiner 
Mechanismus für den Strukturverlust von Proteinen nach Adsorption auf nanoskalige 
Edelmetalloberflächen abgeleitet, der in Tab. E10 zusammengefasst ist. Die relativen 
Bindungsstärken der Sekundärstruktur aufbauenden Wasserstoffbrückenbindungen und der 
Tertiärstruktur stabilisierenden Disulfidbrücken sind dabei konsistent mit der Reihenfolge der 
mechanistischen Schritte. Die anisotropen Wechselwirkungen der nanoskaligen Oberflächen 
mit proteinogenen Seitenketten bewirken durch Konformationsänderungen mechanische 
Spannungen, die vermutlich Scherkräfte und den Bruch von Bindungen in der Reihenfolge 
aufsteigender Bindungsstärke verursachen. 
Im finalen Teil dieser Arbeit werden die Ergebnisse validiert, indem sie mit der gut bekannten 
thermischen Denaturierung verglichen werden. Dazu wurde die zweidimensionale 
Korrelationsspektroskopie (2DCOS) angewandt, um ebenfalls eine Sequenz der 
Denaturierungsschritte zu analysieren. Die dabei erhaltene Reihenfolge ist in guter 
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